L'altération de la production du collagène de type I dans les ostéoblastes arthrosiques humains : implication dans le processus de minéralisation by Aubry, Isabelle
Université de Montréal
L’Altération de la production du collagène de type I dans les ostéoblastes





Mémoire présenté à la Faculté des études supérieures
en vue de l’obtention du grade
Maître (ès) Sciences (M.Sc.)
en biochimie
mars 2004








L’auteur a autorisé l’Université de Montréal à reproduire et diffuser, en totalité
ou en partie, par quelque moyen que ce soit et sur quelque support que ce
soit, et exclusivement à des fins non lucratives d’enseignement et de
recherche, des copies de ce mémoire ou de cette thèse.
L’auteur et les coauteurs le cas échéant conservent la propriété du droit
d’auteur et des droits moraux qui protègent ce document. Ni la thèse ou le
mémoire, ni des extraits substantiels de ce document, ne doivent être
imprimés ou autrement reproduits sans l’autorisation de l’auteur.
Afin de se conformer à la Loi canadienne sur la protection des
renseignements personnels, quelques formulaires secondaires, coordonnées
ou signatures intégrées au texte ont pu être enlevés de ce document. Bien
que cela ait pu affecter la pagination, il n’y a aucun contenu manquant.
NOTICE
The author of this thesis or dissertation has granted a nonexclusive license
allowing Université de Montréal to reproduce and publish the document, in
part or in whole, and in any format, solely for noncommercial educational and
research purposes.
The author and co-authors if applicable retain copyright ownership and moral
rights in this document. Neither the whole thesis or dissertation, nor
substantial extracts from it, may be printed or otherwise reproduced without
the author’s permission.
In compliance with the Canadian Privacy Act some supporting forms, contact
information or signatures may have been removed from the document. While
this may affect the document page count, it does not represent any loss of
content from the document.
II
Université de Montréal
Faculté des études supérieures
Ce mémoire intitulé
L’Altération de la production du collagène de type I dans les ostéoblastes
arthrosiques humains : implication dans le processus de minéralisation
présenté par:
Isabelle Aubry
a été évalué par un jury composé des personnes suivantes:
Président-rapporteur: Dr Guy Boileau
Directeur de recherche: Dr Daniel Lajeunesse
Membre du jury: Dr Pascal Reboul
III
Sommaire
L’arthrose (OA) est une maladie qui affecte les articulations et se caractérise
par une perte progressive du cartilage articulaire et une sclérose osseuse de l’os sous
chondral. Toutefois, l’étiologie de cette pathologie demeure inconnue. Les données
récentes de la littérature indiquent une participation active de l’os dans l’apparition
et/ou la progression de cette maladie. Plus spécifiquement, les ostéoblastes
provenant de l’os sous-chondral du plateau tibial présentent un phénotype modifié et
la matrice extracellulaire osseuse, principalement composée de collagène de type I,
est plus abondante chez les sujets OA. Néanmoins, les mécanismes responsables de
cette sclérose osseuse demeurent inconnus. L’objectif de ce projet d’étude était de
déterminer les mécanismes impliqués dans l’augmentation de la quantité de
collagène de type I dans la matrice osseuse OA.
Nous avons utilisé un modèle de culture primaire d’ostéoblastes (Ob) issus de la
plaque sous-chondrale du plateau tibial de patients OA et d’individus normaux. Les
cellules OA présentaient un phénotype ostéoblastique in vitro déterminé en fonction
de leur production de phosphatase alcaline et d’ostéocalcine plus élevées que dans
les Ob normaux. Les Ob OA exprimaient un niveau basal d’ARNm, mesuré par RT
PCR semi-quantitatif, des chaînes cd et 2 du collagène de type I légèrement plus
élevé que les Ob normaux. Par contre, la réponse des Ob OA à la stimulation par la
prostaglandine E2 (PGE2) et l’hormone parathyroïdienne (PTH) était grandement
altérée par rapport à celle des Ob normaux. Les Ob normaux démontraient une
diminution en ARNm de la chaîne cd du collagène de type I de 27% et 40%, ainsi
qu’une diminution de la chaîne Œ2 de 33% et 43% après stimulation par PGE2 et
Iv
PTH respectivement. Par contre, la réponse des Ob OA indiquait une diminution de
14% et 8% pour la chaîne cd du collagène de type I et de 14% et 17% pour la chaîne
Œ2. L’expression des ARNm, mesurée par PCR en temps réels, était cependant
augmentée de manière significative pour la chaînes cd dans les 05 OA, mais non
pour la chaîne a2. Ceci indique donc une variation du ratio des chaînes Œ1/Œ2 de 3.1
± 0.6/1 chez les individus normaux à 7.2 ±0.2/1 dans les 05 OA. Dans les 05 OA,
la synthèse de novo du collagène de type I, mesurée par la relâche du pro-peptide,
était augmentée de 42% et la protéine mature montrait une augmentation de 35% et
26% pour les chaînes al et a2 respectivement. Nous avons aussi démontré que
l’activité des métalloprotéases MMP-2 et MMP-9 était augmentée de 28% et 52.9%
chez les patients OA, mais que ceci n’était pas dû vraisemblablement à l’activation
via les MMP de type membranaire, MT1-MMP ou M12-MMP. Finalement, malgré
une abondante matrice extracellulaire in vitro comme in vivo, les 05 OA ont une
capacité de minéralisation réduite in vitro tel qu’ in vivo sous des conditions basales
et après stimulations avec la bone morphogenetic protein (BMP-2).
Nos recherches ont démontré que les activités anaboliques et cataboliques
augmentées des ostéoblastes arthrosiques témoignent d’un métabolisme augmenté.
La production augmentée du collagène de type T chez les OA est en accord avec la
sclérose osseuse observée in vivo. Les réponses altérées des Ob OA à la PGE2 et à
la PTH seraient potentiellement impliquées dans cefte formation de matrice osseuse
augmentée in vivo ainsi que dans le faible potentiel de minéralisation de ces cellules.
Mots clés : arthrose, os sous-chondral, ostéoblastes, sclérose osseuse, collagène de
type I, minéralisation, métalloprotéases.
VAbstract
Osteoarthritis (OA) is a disease characterized by a progressive loss of
articular cartilage accompanied by subchondral bone scierosis. Today, the aetiology
of this disease stiil rernains unknown. However, recent data have suggested an
active participation of bone in the initiation and/or progression of the disease.
Specifically, osteoblasts (Ob) from the subchondral bone plate of tibial plateaus
present an aÏtered phenotype and the bone matrix, mainly composed of collagen type
I, is mtich more abundant in OA. Nevertheless, mechanisms responsible for this
scierosis remain unknown. Our objective was to determine mechanisms involved in
this increased level of collagen type lin OA bone matrix.
We have developed a primary cell culture model of Ob isolated from the
human subchondral bone plate of tibial plateaus. OA celis presented an osteoblastic
phenotype in vitro determined by their higher alkaline phosphatase activity and
osteocalcin release than normal Oh. OA Ob expressed a slightly higlier mRNA level
of collagen type I al and a2 chain, measured by semi-quantitative RT-PCR
compared to normal Ob. However mRNA expression measured by real-time PCR
was increased in a significant manner for al chain in OA Ob but flot for a2 chain.
This lead to a variation ofthe ratio of al to a2 chains of 2.5 ±0.6 :1 in normal Ob to
7.2 ±0.2 :1 in OA Oh. Moreover, OA Ob are more resistant than normal Ob to
prostaglandin E2 (PGE2) and parathyroid hormone (PTH) stimulations. Normal Ob
showed a decreased mRNA level for collagen type I al chain of 27% and 40%, and
a decrease for a2 chain of 33% and 43% after stimulation with PGE2 and PTH
respectively. However, OA Ob presented a decrease of only 14% and 8% for
VI
collagen type I al chain and 14% and 17% a2 chain. De novo synthesis ofcollagen
type I, measured by carboxyterminal propeptide release, was increased by 42% and
the mature protein was also increase by 35% and 26% for al and a2 chain
respectively. We also demonstrated that metalloproteinase activity of MMP-2 and
MMP-9 was increased by 28% and 52.9% in OA Ob, and that this was unlikely due
to activation via membrane type MMP MT1-MMP and MT2-MMP. finally, despite
an abundant bone matrix in vitro, OA Oh have a decreased mineralization capacity
under basal condition. lndeed, the minelarizarion potential was decreased when
measured by Von Kossa staining, as well as following bone morphogenetic (BMP
2) stimulation.
Our resuits showed increased anabolic and catabolic activities in OA Oh and
this reveals an increased metabolism. The increased production of collagen type I in
OA Oh agree with the scierosis observed in vivo. Altered responses of OA Ob to
PGE2 and PTH would be potentially involved in this increased bone matrix
formation in vivo so in their weak mineralization potential.
Key words : osteoarthritis, subchondral bone, osteoblasts, bone scierosis, collagen
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1.1 Les maladies rhumatismales
Les maladies rhumatismales touchent principalement les articulations et le
tissu conjonctif environnant. On en compte plus d’une centaine parmi lesquelles on
retrouve les tendinites, la goutte, la chondrocalcinose articulaire, la sciérodermie,
l’arthrose et l’arthrite rhumatoïde. Le terme arthrite (du grec «arth» qui signifie
articulation et « itis» qui signifie inflammation) est couramment utilisé pour
désigner ces maladies rhumatismales. En général, l’arthrite désigne une
inflammation articulaire, mais certaines maladies rhumatismales, comme l’arthrose,
ne montrent pas toujours de signes d’inflammation. Le point commun est, dans tous
les cas, la douleur articulaire et musculosquelettique (La Société d’arthrite,
Arthroscope 2003).
Au début du siècle, les pathologistes et radiologistes ont fait la distinction
entre deux principales formes chroniques d’arthrite atrophique et hypertrophique
(Goldthwaith et al. 1904). L’arthrite atrophique, comprenant aujourd’hui l’arthrite
rhumatoïde, se caractérise par une inflammation synoviale et une érosion ou atrophie
du cartilage et de l’os. L’arthrite hypertrophique, ou arthrose, se caractérise par une
perte localisée du cartilage, peu d’inflammation et un épaississement (hypertrophie)
de l’os adjacent et la formation d’ostéophytes aux extrémités externes de
l’articulation (Doherty M. 1994) (figure 1).
1.2 Épidémiologie
Selon la Société d’arthrite, l’arthrite se classe parmi les trois maladies
chroniques les plus répandues au Canada avec les maladies respiratoires et
3circulatoires. L’arthrite est la principale cause d’invalidité de longue durée au
Canada. D’ailleurs, les deux formes responsables de la majorité d’invalidités graves
sont l’arthrose et l’arthrite rhumatoïde (La Société d’arthrite, Arthroscope 2003).
La prévalence de l’arthrite, et plus spécialement l’arthrose, augmente avec
l’âge autant chez l’homme que chez la femme (Center for Disease Control and
Prevention, 2001 ; Reginster, 2002). On estime que 70% des cas d’arthrose
surviennent après l’âge de 50 ans (Allanore et Hilliquin, 1999). En 1997, la
prévalence de l’arthrite aux Etats-Unis était de 16%. On s’attend à voir augmenter
cette prévalence dans les aimées à venir à cause du vieillissement de la population
(Reginster, 2002). D’ailleurs, l’impact de cette maladie sur l’économie commence à
se faire sentir. On estime le coût annuel relié aux désordres musculosquelettiques,
dont l’arthrose est le plus commun, à 1-2.5% du produit national brut des pays
étudiés, le Canada, les État-Unis, l’Australie, le Royaume Uni et la France (March et
Bachmeier, 1997). Ce fardeau économique comprend autant les coûts directs,
consultations, traitements, hospitalisation, médicaments, que les coûts indirects, arrêt
de travail, invalidité, retraite anticipée et mortalité.
1.3 La pathologie de l’arthrose
L’arthrose (OA) est une pathologie articulaire dite dégénérative et touche
principalement les personnes âgées de 65 ans et plus. Les articulations le plus
souvent affectées sont celles du genou (gonarthrose), des hanches (coxarthrose), des
doigts et du rachis cervical et lombaire (Pinals, 1996). D’un point de vue
morphologique, l’arthrose est caractérisée par une perte progressive du cartilage
articulaire, d’une sclérose de l’os sous-jacent, appelé os sous-chondral, et par la
4formation d’excroissances osseuses aux extrémités de l’articulation: les ostéophytes
(figure 2). La douleur, la raideur et le fonctionnement limité de l’articulation atteinte
ainsi que la qualité de vie diminuée sont des caractéristiques typiques de l’arthrose.
On distingue deux catégories d’arthrose: primaire et secondaire. L’arthrose
primaire, ou idiopathique, est d’origine pratiquement inconnue, tandis que l’arthrose
dite secondaire apparaît suite à un traumatisme articulaire ou encore à une
perturbation métabolique anatomique ou endocrinienne. Le présent ouvrage portera
principalement sur l’arthrose du genou.
1.4 Étiologie et facteurs de risques
L’étiologie de l’arthrose n’est malheureusement pas connue avec certitude,
mais plusieurs études montrent en fait qu’il s’agit d’une pathologie multifactorielle.
Des facteurs de risques autant systémiques que biomécaniques sont mis en cause.
Les facteurs systémiques comprennent l’âge, la gent féminine, la prédisposition
génétique, la race, la densité osseuse et la diète, alors que les facteurs biomécaniques
incluent l’obésité, le niveau d’activité physique, la faiblesse musculaire et les
blessures articulaires antérieures (Sangha, 2003 ; Sowers, 2001; NIH Conference,
2000). Voici quelques exemples pertinents de ces facteurs de risques dont la preuve
n’est plus à refaire.
1.4.1 Génétique
De plus en plus d’évidences montrent que la prédisposition génétique est un
facteur important dans le développement de l’arthrose primaire. Une étude de
jumeaux mono- et hétérozygotes a montré qu’il existe un effet génétique évident
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Figure 1. Distinction entre l’arthrite et l’arthrose. L’arthrite est une maladie
L .arninciernerit
du cartilacie
inflammatoire, alors que l’arthrose est une pathologie dégénérative.
6Figure 2: Le genou arthrosique A) Genou normal. B) Hypertrophie et excroissance de 1 ‘os





7pour l’arthrose de la main et du genou chez les femmes, indépendamment des
facteurs environnementaux connus (Spector et al., 1996). De plus, des études de
liaison chromosomique ont permis de déterminer certains gènes, ou locus, candidats
susceptibles d’être associés au développement de l’OA. Parmi celles-ci, notons les
travaux de Palotie et al. (1989) dont l’étude de polymorphismes sur le gène du
collagène de type II, principal composant du cartilage articulaire, a révélé une liaison
génétique entre ce gène et l’arthrose primaire. Il est toutefois important de retenir
que l’arthrose idiopathique n’est pas associée à un seul gène, mais plutôt à plusieurs
loci chromosomiques susceptibles d’être liés à l’arthrose. En effet, parce que le
développement de l’arthrose implique plusieurs tissus et types cellulaires, il y a un
potentiel pour plusieurs gènes de contribuer à la prédisposition pour l’arthrose
(Sowers, 2001).
1.4.2 La diète
Le risque et la sévérité de 1’OA peuvent être modifiés par la diète. Il a été
démontré que les radicaux libres d’oxygènes (oxydants) sont de puissants agents
destructeurs de cartilage et de tissus conjonctifs. McAlidon et al. (1996) ont
démontré les effets bénéfiques de la consommation d’antioxydants, les vitamines C
et E et la f3-carotène, sur la prévention de la douleur et de la progression de
l’arthrose.
La vitamine D joue un rôle important dans le métabolisme osseux normal.
L’étude framingharn a rapporté que les personnes ayant une diète faible en vitamine
D et un bas niveau de vitamine D dans le sang ont un risque de progression de
l’arthrose 3 fois plus élevé que ceux ayant une diète riche en vitamine D (McAÏindon
$et al., 19962). Une autre équipe a déterminé qu’un bas niveau de vitamine D dans le
sang est associé à l’incidence de l’arthrose de la hanche (Lane et al., 1999).
1.4.3 L’Obésité
De nombreuses études ont montré que l’obésité est un facteur de risque
important dans l’arthrose. Pour la gonarthrose, le lien entre le surpoids ou l’obésité
et l’OA a été fortement démontré dans des études de cohorte, des études cas-contrôle
et des études transversales. Manninen et al.(1996) ont démontré que le surpoids est
un important facteur de risque pour l’invalidité due à l’arthrose du genou. Dans une
importante étude de cohorte, l’étude Frarningham, felson et al.(19$8) ont démontré
que l’obésité est associée au risque de développer de l’OA du genou asymptomatique
et symptomatique. De plus, une perte de poids de 5.1 kg est associée à une réduction
de 50% du risque de développer l’arthrose du genou symptomatique chez la femme
(felson et al., 1992). Il y a de plus en plus d’évidences qui supportent le rôle de
l’obésité dans l’arthrose de la hanche. Une étude épidémiologique effectuée par
Karison et al.(2003) a permis de mesurer le statut d’exposition (l’obésité) avant que
la maladie ne se développe (coxarthrose). Ils ont déterminé qu’il y a un risque élevé
de remplacement chirurgical de la hanche dû à l’OA chez les femmes âgées et
d’indice de masse corporel élevé. De plus, la relation entre l’indice de masse
corporel à l’âge de 1$ ans et la coxarthrose était fortement apparente, suggérant que
ce risque est partiellement établi à un moment précoce de la vie (Karlson et al.,
2003).
91.4.4 L’activité physique
Ce facteur de risque peut être subdivisé en deux parties : l’occupation
professionnelle et le sport. L’occupation professionnelle occasionne souvent des
gestes répétitifs demandant une participation continuelle de certaines articulations,
une situation qui peut conduire à long terme au développement de l’arthrose dans ces
articulations. L’étude Framingham suggère qu’une occupation professionnelle
physiquement exigeante et nécessitant la flexion des genoux est une importante
cause de l’OA radiographique du genou (Felson et al., 1991). De plus, le risque de
développer la gonarthrose est plus élevé chez les hommes dont la profession
nécessite la flexion des genoux sur des périodes de temps prolongées et des levées
régulières de charges de 25 kg et plus (Coggon et al., 2000). Les fermiers ont des
hauts taux d’arthrose de la hanche (Cogon et al. 1998; Maetzel et al., 1997), alors
que les travailleurs du textile développent après quelques aimées de l’arthrose dans
les doigts (Hadler et al., 1978).
Pratiquer une activité physique modérée ne conduit pas nécessairement au
développement de l’arthrose. C’est la participation excessive à des sports de haute
intensité, particulièrement sur une longe période de temps et au niveau élite, qui
augmente le risque de développer de l’arthrose aux articulations sollicitées. De plus,
ce risque est augmenté si le participant possède au départ une anatomie ou un
alignement anormal de l’articulation, une faiblesse musculaire ou encore une
blessure antérieure au niveau de l’articulation (Saxon et al. 1999; Sharma, 2001).
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2) Le cartilage
2.1 Le cartilage articulaire
Le cartilage articulaire, ou hyalin, est le tissu conjonctif qui recouvre les os au
niveau des articulations. Le cartilage sert de coussin protecteur entre les os lors du
mouvement et sa structure permet de s’adapter à de fortes contraintes mécaniques en
amortissant et répartissant les charges sur l’articulation. C’est un tissu avasculaire et
non innervé composé d’un seul type cellulaire, le chondrocyte, entouré d’une matrice
extracellulaire de macromolécules formant une structure hautement organisée. Des
études morphologiques de la matrice cartilagineuse ont permis de distinguer quatre
zones depuis la surface articulaire jusqu’à l’os sous-chondral superficielle, de
transition, profonde et calcifiée (Schenk et al., 1986) (figure 3). Ces quatre zones
sont de composition et de propriétés différentes et la taille des différentes zones varie
d’une articulation à l’autre et d’une espèce à l’autre. L’organisation en zone confère
au cartilage un grand pouvoir de résistance aux forces de tension et de compression
auxquelles les articulations sont soumises (Huber et al., 2000).
2.2 Composition du cartilage normal
Le chondrocyte est l’unique type cellulaire retrouvé dans le cartilage. Les
chondrocytes possèdent un réseau étendu de réticulum endoplasmique, un large
appareil de Golgi et d’importantes vacuoles de sécrétion, reflétant leur synthèse
active de la matrice extracellulaire (Kosher, 1983). Les composantes de la matrice
extracellulaire sécrétées par les chondrocytes sont principalement du collagène et des
protéoglycanes.
Cinq types de collagène ont été identifiés dans le cartilage articulaire: II, VI,
IX, X et XI. Le collagène de type II est le plus abondant, 80-85% du contenu en
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collagène, alors que les types IX et XI qui sont spécifiques au cartilage sont
retrouvés en plus faibles quantités, 3-10% du collagène total (Cremer et al., 199$).
Ces collagènes sont arrangés en réseau de fibrilles tridimensionnel, où le type II
constitue le squelette du réseau, le type XI régule la taille du réseau de fibrilles en les
liant de façon covalente et le type IX facilite l’interaction des fibrilles avec les
protéoglycanes (Cremer et al., 199$; Eyre et Wu, 1995).
Les protéoglycanes (PGs) sont formés de chaînes glycosaminoglycanes
(GAG) liées de façon covalente à un noyau protéique (sauf pour l’acide
hyaluronique). Les GAG présents dans le cartilage sont la chondoroïtine sulfate, la
kératine sulfate et l’acide hyaluronique (HA) (Lash et Vasan, 1983). L’agrécane,
énorme agrégat de protéoglycanes (chondroïtine et kératine sulfate) liés à une
molécule d’HA, est le principal protéoglycane du cartilage. Le groupement sulfate
des GAG, mis à part l’HA qui ne possède pas ce groupement, augmente la charge
négative des protéoglycanes. Ces charges négatives concentrées au même endroit
forcent les protéoglycanes à prendre de l’expansion et permettent d’attirer l’eau,
augmentant ainsi le volume de la matrice. Cette expansion est limitée par le réseau
de collagène (figure 4).
En résumé, les chondrocytes sont les seules cellules présentes dans le
cartilage articulaire et sont responsables de la production de la matrice
extracellulaire. Cette matrice extracellulaire constitue un réseau de fibrilles de
collagène enfermant des protéoglycanes et une grande quantité d’eau. Cette structure
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Figure 3. Structure du cartilage articulaire. Le cartilage articulaire comprend les chondrocytes et
la matrice extracellulaire composée de protéoglycanes et de fibrilles de collagènes de type II. Depuis
la surface articulaire jusqu’à l’os sous-chondral, 4 zones de composition et de propriétés différentes
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Figure 4. Composition du cartilage
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2.3 Le cartilage arthrosique
L’arthrose se caractérise par une perte progressive du cartilage articulaire
accompagnée par une tentative de réparation du cartilage, une sclérose de l’os sotis
chondral et la formation d’ostéophytes. Le premier signe d’arthrose visible à la
surface articulaire est la fibrillation des couches superficielles du cartilage (figure 5).
Au fur et à mesure que la maladie progresse, les irrégularités en surface se
transforment en fissures et la fibrillation s’étend dans les zones plus profondes
jusqu’à ce que les fissures atteignent l’os sous-chondral (Buckwalter et Mankin,
1997). Lors des étapes plus tardives de l’arthrose, il y a relâche de cartilage fibrillé
dans l’articulation, dégradation enzymatique et amincissement du cartilage jusqu’à la
perte totale du cartilage articulaire laissant l’os exposé directement à la synovie
(figure 6).
D’un point de vu moléculaire, la dégradation du cartilage peut être divisée en
3 étapes des dommages ou altérations de la matrice cartilagineuse, la réponse du
chondrocyte aux dommages tissulaires et l’échec de la réponse chondrocytaire
(Buckwalter et Mankin, 1997). La première étape correspond surtout aux
dommages fait en surface à la matrice extracellulaire alors que les deux dernières
étapes impliquent une participation active du chondrocyte dans la tentative de
réparation de cette matrice. Notons que la deuxième étape, soit la réponse active des
chondrocytes aux dommages tissulaires, peut durer plusieurs années (Buckwalter et
Mankin, 1997).
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Joint and Articular Changes
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Figure 5 :Changements primaires dans la cartilage arthrosique. En haut: le cartilage
normal repose sur l’os sous-chondral et sert de coussin protecteur entre les os lors du
mouvement. En bas: L’arthrose débute par la fibrillation du cartilage articulaire en
surface et par la sclérose de l’os sous-chondral.
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Advanced degenerative changes
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Figure 6. Modifications tardives dans l’articulation arthrosique.
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2.3.1 La matrice extracellulaire altérée
Lors de la fibrillation, la concentration de collagène de type II demeure
constante, mais il y a une perte nette des protéoglycanes. La perte de protéoglycanes
conduit à une augmentation du contenu en eau dans le cartilage ce qui diminue sa
rigidité et sa capacité à répondre aux stress biomécaniques (Mankin et Thrasher,
1975). En plus d’une perte de protéoglycanes, les interactions entre les fibrilles des
différents types de collagène se desserrent. Bien qu’on ne sache pas ce qui vient en
premier dans le processus de dégradation, ces deux événements semblent inter-reliés.
Maroudas (1976) a démontré qu’un desserrage du réseau de collagène conduit à une
perte de protéoglycanes, et qu’une perte de protéoglycanes conduit à une surcharge
mécanique et donc au dommage et au desserrage du réseau de collagène. L’intégrité
du cartilage est alors perturbée (changements d’osmolarité tissulaire et de pH et/ou
forces biornécaniques altérées (Kerin et al., 2002)) et c’est ainsi que le chondrocyte
détecte les dommages tissulaires.
2.3.2 Les chondrocytes arthrosiques
La réponse chondrocytaire aux altérations de la matrice cartilagineuse
implique des activités anaboliques et cataboliques (Buckwalter et Mow, 1992).
Lorsque les dommages au tissu s’initient, les chondrocytes répondent en proliférant
(Poole, 1997) et en augmentant la synthèse et la dégradation de la matrice
extracellulaire. Il y a une augmentation de la synthèse du collagène de type II
(Nelson, 199$) et de protéoglycanes (Rizkalla et al., 1992), mais aussi de la synthèse
des métalloprotéases de la matrice et des cytokines (Goldring, 2000).
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Les métalloprotéases de la matrice (MMPs) jouent un rôle important dans la
dégradation du collagène et des protéoglycanes. Plusieurs MMPs sont augmentées
dans le cartilage et/ou le liquide synovial OA (Chubinskaya et al., 1999; Yoshihara
Y et al., 2000). Dans le chondrocyte normal, la synthèse et la dégradation de la
matrice extracellulaire est en équilibre. Par contre, dans l’arthrose, il semble y avoir
un déséquilibre en faveur de la dégradation.
Durant la dégradation de la matrice, une grande variété de fragments
moléculaires est générée par l’activité protéolytique des MMPs. Certains de ces
fragments (fragments de collagène de type H ou de fibronectinc) peuvent activer des
cytokines comme l’interleukine-l (IL-l) et le «turnor necrosis factor Œ» (TNF-Œ)
(Poole et al., 2002). IL-1 joue un rôle important dans le catabolisme du cartilage en
activant les MMPs et en inhibant la synthèse des PGs et la prolifération des
chondrocytes (Pujol et Loyau, 1987).
Il est évident que le chondrocyte OA a un métabolisme augmenté lors de sa
tentative de réparer la matrice extracellulaire. Néanmoins, cette activité est limitée et
les activités cataboliques du chondrocyte prennent le dessus jusqu’à dégradation
complète du cartilage. On ne connaît pas la cause de cet échec chondrocytaire, mais
ceci pourrait être dû en partie aux changements phénotypiques observés chez le
chondrocyte arthrosique. Aigner et McKenna (2002) ont démontré avec plusieurs
marqueurs de différenciation des chondrocytes que les chondrocytes peuvent être dé
différentiés (expriment Col I et III), hypertrophiques (expriment Col X), activés
(expriment Col II et agrécane) et redevenir des cellules chondroprogénitrices
(expriment Col lIA). Les chondrocytes avec un phénotype modifié ne produisent
alors plus les protéines matricielles, donc la matrice n’est plus réparée.
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3) L’os normal
3.1 Le tissu osseux
L’os est un tissu conjonctif spécialisé qui forme le squelette avec le cartilage.
Les os remplissent plusieurs fonctions importantes. Ils servent de soutien mécanique
pour l’ancrage des muscles et de tout autre organe mou et protègent les organes
vitaux et la moelle osseuse. De plus, les os ont un rôle métabolique important en tant
que réserve d’ions, principalement le calcium et le phosphate, pour la maintenance
de l’homéostasie du sérum (Baron, 2003). Finalement, les os sont le siège de
l’hématopoïèse qui se produit dans les cavités médullaires de certains os (Marieb,
1993).
Les os sont constitués d’une matrice extracellulaire dont la composition et la
taille sont régulées par deux types cellulaires principaux les ostéoblastes et les
ostéoclastes. La matrice extracellulaire est composée d’une structure de fibrilles de
collagène, dont le type I compte pour 90% des protéines totales, et de protéines non
collagéneuses. Cette structure, appelée matrice ostéoïde, est alors calcifiée par des
cristaux hydroxyapatites [Caio(P04)6(OH)2] qui viennent se fixer sur et entre les
fibrilles de collagène (Baron, 2003). Cette structure confère à l’os la rigidité et la
solidité qu’on lui coirnaît.
3.1.1 Structure de l’os
On distingue deux types d’os selon leur forme dans le squelette, les os longs
comme le tibia et les os plats comme ceux du crâne. La structure d’un os long
comprend un corps cylindrique, appelé diaphyse, et deux extrémités, les épiphyses.
Les surfaces externes de l’os sont protégées par une membrane double, le périoste, et
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les surfaces internes par une membrane appelée endoste. Ces deux surfaces sont
doublées d’une couche de cellules ostéogéniques (ostéoblastes et ostéoclastes). Tous
les os sont composés de deux types de tissus osseux l’os compact et l’os spongieux
(ou trabéculaire).
L’os compact constitue la portion externe de l’os et est composé d’une dense
couche de tissu calcifié dans laquelle on retrouve une multitude de canaux et de
passages contenant les nerfs, les vaisseaux sanguins et les vaisseaux lymphatiques.
L’unité structurale de l’os compact est appelé ostéon (ou système de Havers) où
chaque ostéon constitue un cylindre allongé orienté selon l’axe longitudinal de l’os
(Marieb, 1993). Ati centre de chaque ostéon se trouve un canal (canal de Havers)
dans lequel des petits vaisseaux sanguins viennent desservir les cellules de l’ostéon.
D’autres types de canaux perpendiculaires à l’axe de l’ostéon (canaux perforant ou
de Volkmann) relient les nerfs et les vaisseaux du périoste jusqu’au canal médullaire
(qui contient la moelle) en passant par le canal de Havers (figure 7). Les ostéocytes,
cellules osseuses matures, sont reliés au canal central de l’ostéon par des canicules
(canaux très fins) permettant ainsi aux cellules d’un même ostéon de communiquer
entre elles.
L’os trabéculaire est composé de travées osseuses situées sous l’os compact
dans les épiphyses des os longs. Il tient un rôle important dans la résistance
mécanique de l’os.
3.2 Les ostéoblastes
Les ostéoblastes sont les cellules responsables de la production de la matrice
osseuse. Leur fonction principale est de synthétiser et de minéraliser la matrice
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osseuse lors de la croissance du squelette, du renouvellement de la matrice osseuse
chez l’adulte et de la réparation osseuse tout au long de la vie (Vemejoul et Marie,
1996).
Les ostéoblastes des os longs proviennent de la différenciation de cellules
souches du stroma médullaire, capables de se différencier en cellules cartilagineuses,
osseuses, musculaires ou adipocytaires sous l’induction de facteurs locaux et
systémiques (Vernej oui et Marie, 1996). Pour la différenciation ostéobiastique.
l’expression des facteurs de transcription Cbfal/Runx2 (Core binding factor Ai) et
ostérix (Osx) est requise. L’ostéogenèse débute par la prolifération de cellules
ostéoprogénitrices qui se différencient en pré-ostéoblastes, puis en ostéoblastes
matures (figure 2). Les gènes caractéristiques de la différenciation ostéoblastique et
associés à la production de la matrice sont la phosphatase alcaline, le collagène de
type I et l’ostéopontine. De plus, les ostéoblastes différenciés expriment des
marqueurs tardifs de la différenciation, soit l’ostéocalcine et la sialoprotéine osseuse
(Marie, 2001). L’ostéocyte est le stade final de la différenciation ostéoblastique. Les
ostéocytes sont inclus dans des lacunes de la matrice osseuse qu’ils viennent de
produire et communiquent entre eux par un réseau d’extensions cytoplasmiques de
type fillipode enchâssées dans des canalicules. L’ostéocyte a la capacité de
synthétiser certaines protéines de la matrice et aide a conserver l’intégrité de la
matrice osseuse (Lian et al., 2003)
D’un point de vue morphologique, les ostéoblastes matures sont retrouvés en
groupe de 100 à 400 cellules cuboïdes par site de formation osseuse. Ils sont
caractérisés par un noyau rond à la base de la cellule, un cytoplasme basophile et un
appareil de Golgi très développé entre le noyau et l’apex de la cellule. La membrane
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plasmique des ostéoblastes est riche en phosphatase alcaline (dont la concentration
sérique sert d’indice de formation osseuse) et exprime des récepteurs pour l’hormone
parathyroïdienne (PTH) et les prostaglandines. De plus, les ostéoblastes expriment
des récepteurs nucléaires d’hormones stéroïdiennes et de la vitamine D3 ainsi que
plusieurs molécules d’adhésion (intégrines) et des récepteurs aux cytokines (Baron,
2003)
3.2.1 Composition de la matrice extracellulaire
La matrice osseuse comprend des composantes organiques, comme le
collagène et les protéines non-collagéneuse, et inorganiques tels que les minéraux qui
constituent 50-70% de la matrice. Le collagène de type I représente 90% de la
matrice organique de l’os et sert d’échafaudage à la matrice ostéoïde qui sera
minéralisée. Des traces de collagène de type III, V et X sont aussi observées durant
certaines étapes de la formation osseuse et pourraient réguler le diamètre des fibres
de collagène de type I. Les protéines non-collagéneuse constituent 10-15% du
contenu total de protéines. On peut les diviser en quatre groupes, soit les
protéoglycanes, les protéines glycosylées, les protéines pouvant moduler
l’attachement cellulaire et les protéines contenant les résidus d’acide y-carboxylés
(GLA) (impliquées dans la minéralisation). Le rôle de chacune des protéines
individuelles dans l’os n’est pas bien connu, mais elles pourraient participer à
l’intégrité structurale de la matrice, à la minéralisation de l’os et au contrôle du
métabolisme des ostéoblastes et des ostéoclastes (Robey et Boskey, 2003).
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Figure 7: Système de havers dans un os compact. Coupes de la diaphyse d’un os long
montrant le périoste à gauche, l’os compact au centre, l’os spongieux et la cavité médullaire
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Figure 8. Les ostéoblastes
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3.2.2 Le collagène
Comme nous venons de le voir, le collagène de type I est le constituant
majeur de la matrice osseuse. Les collagènes constituent une famille de protéines
fibreuses dont l’aspect caractéristique est leur structure hélicoïdale rigide à trois
brins. La molécule de collagène comprend trois chaînes polypeptidiques, les chaînes
Œ, enroulées entre elles pour former une super hélice. Les chaînes Œ sont composées
d’une succession de triplets Gly-X-Y, où X est généralement une proline et Y
généralement une hydroxyproline (figure 9a). Les résidus hydroxyproline et
hydroxylysisne sont fréquents dans la molécule de collagène et les groupements
hydroxyles de ces acides aminés forment des liaisons hydrogène entre les chaînes ce
qui stabilise la triple hélice. On a identifié environ 25 chaînes a de collagène codées
par autant de gènes, mais malgré toutes les combinaisons possibles, seulement 15
types de collagènes ont été trouvés (Alberts et al., 1995). Le collagène de type I est
composé de deux chaînes cd identiques et d’une chaîne Œ2 semblable, mais
génétiquement différente.
Les molécules de collagène retrouvées dans l’os sont synthétisées par les
ostéoblastes. Dans l’appareil de Golgi, trois chaînes Œ s’assemblent en une triple
hélice de pro-collagène. La molécule de pro-collagène est sécrétée avec une
extension non hélicoïdale des chaînes a (pro-peptide) à chaque extrémité. Lorsque
la molécule de pro-collagène est sécrétée, les pro-peptides sont clivés par des
enzymes protéolytiques dans le milieu extracellulaire. Par la suite, les molécules de
collagène s’assemblent en fibrilles de collagène de taille beaucoup plus grande
(figure 9b). Les pro-peptides ont deux fonctions : guider la formation intracellulaire
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de la triple hélice et empêcher la formation intracellulaire de fibrilles de collagène de
grande taille qui pourrait être fatale pour la cellule (Alberts et al., 1995).
3.3 Les ostéoclastes et la résorption osseuse
Les ostéoclastes sont d’origine hématopoïétique et la différenciation de pré-
monocytes en précurseurs ostéoclastiques se déroule dans la moelle osseuse sous le
contrôle de trois facteurs clés, M-CSf (macrophage-colony stimulating factor),
RANKL, le ligand du récepteur RANK (receptor activator for NF-kappaB) et son
antagoniste, l’ostéoprotégerine (Baron, 2001). L’ostéoclaste est une cellule
multinucléée contenant des complexes de Golgi bien développés et disposés autour
de chaque noyau, ainsi que de nombreuses vésicules de sécrétion remplies
d’enzymes lysosomiales. On retrouve généralement l’ostéoclaste en contact avec
une surface osseuse calcifiée dans des lacunes, les lacunes de Howship, qui sont le
résultat de leur propre activité de résorption (Baron, 2003).
La caractéristique la plus frappante chez l’ostéoclaste est sa bipolarité
morphologique et fonctionnelle. Le pôle apical, en regard de la matrice osseuse, est
caractérisé par une bordure en brosse au centre entourée par un anneau d’actine qui
sert de zone d’attachement de la cellule à la surface osseuse. La bordure en brosse
est le siège de sécrétion de protons, d’enzymes lysosomiales et de métalloprotéases
(Baron, 2003), tous impliqués dans la dégradation de la matrice osseuse. La zone
d’attachement de l’ostéoclaste à la matrice osseuse comprend, à la surface des
ostéoclastes, des récepteurs trans-membranaires de la famille des intégrines
permettant une interaction solide entre la cellule et la matrice. D’ailleurs, une fois
1’ ostéoclaste attaché à l’os, la cellule génère un micro-environnement extracellulaire
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isolé entre elle et la surface osseuse (Teitelbaum, 2000). Les pompes à protons de
type ATPase au niveau de la bordure en brosse entraînent l’acidification du micro-
environnement isolé ce qui déclenche la déminéralisation de la matrice. Par la suite,
la matrice osseuse est dégradée par les enzymes lysosomiales et les métalloprotéases.
Le pôle opposé, ou pôle basolatéral, est en contact avec l’environnement
extérieur, la moelle osseuse et/ou le périoste. Il exprime les récepteurs des facteurs
de croissance et comprend un excréteur acide (l’échangeur Na/I{1) et un excréteur
de base (l’échangeur HCO37CF) qui acidifie le cytoplasme (figure 10). La fonction
essentielle du pôle basolatéral est de maintenir l’équilibre électrochimique de
l’ostéoclaste via la coordination des pompes à ions et des canaux et échangeurs
ioniques (Baron, 2001).
3.4 Le remodelage osseux
L’os adulte est une structure dynamique qui subit constamment un
renouvellement. Le remodelage osseux est l’équilibre entre la formation et la
dégradation de la matrice osseuse effectuées par les ostéoblastes et les ostéoclastes
respectivement. Ce processus est régulé par différentes hormones, facteurs de
croissance et cytokines.
3.4.1 Le cycle de remodelage osseux
La séquence du remodelage osseux débute par une activation des précurseurs
ostéoclastiques qui se différencient en ostéoclastes. Vient alors la phase de
résorption osseuse par les ostéoclastes, étape qui dure une dizaine de jours environ.
Par la suite, les ostéoclastes se détachent et meurent par apoptose, puis les
2$
précurseurs ostéoblastiques se différentient en pré-ostéoblastes puis en ostéoblastes
qui synthétisent une nouvelle matrice au site de résorption. À la fin de cette phase de
formation, d’une durée d’environ 3 mois, les ostéoblastes deviennent soit des cellules
bordantes, meurent par apoptose ou se laissent inclure dans la matrice en devenant
des ostéocytes (figure 11) (Mundy, 2003; Marie, 2001).
3.4.2 Régulation du remodelage osseux
Le cycle de remodelage osseux décrit précédemment est régulé par des
facteurs systémiques et locaux comprenant des hormones, des facteurs de croissance
des prostaglandines et des cytokines. Ces facteurs agissent de façon directe sur
l’ostéoblaste et indirecte sur l’ostéoclaste en affectant leur prolifération et leur survie,
la transcription des protéines et la synthèse de la matrice (Blair et al., 2002).
3.4.2.1 Facteurs locaux : RANKL et l’ostéoprotégerine
Lors de la résorption osseuse, les précurseurs ostéoclastiques se différencient
sous l’influence du signal RANKL, une protéine membranaire exprimée à la surface
des ostéoblastes et des cellules stromales de la moelle osseuse (BMSC).
L’interaction de RANKL avec son récepteur RANK (exprimé sur les précurseurs
ostéoclastiques) déclenche la différenciation des ostéoclastes, et donc la résorption
osseuse. Par contre, l’ostéoprotégerine bloque l’interaction entre RANKL et son
récepteur. L’ostéoprotégerine (OPG) est un récepteur sans domaine trans
membranaire sécrété par les ostéoblastes et les BMSC qui a été récemment identifié
(Simonet et al.,1997). OPG inhibe la résorption osseuse par les ostéoclastes en liant
RANKL, empêchant ce dernier de se lier à RANK sur les précurseurs
29
ostéoclastiques. Donc, OPG agit en tant que régulateur physiologique du
remodelage osseux. Il est intéressant de noter que presque tous les facteurs qui
stimulent l’expression de RÀNKL inhibent la production d’OPG (Hofbauer et
Heufelder, 2001; Boyle et al., 2003).
3.4.2.2 L’hormone parathyroïdienne
L’hormone parathyroïdienne est un régulateur majeur de l’homéostasie du
calcium dans le sang. Lors du remodelage osseux, la PTH stimule la résorption
osseuse par les ostéoclastes. La PTH n’agit pas directement sur les ostéoclastes,
ceux-ci ne possédant pas de récepteurs à la PTH, mais via la stimulation de
l’expression de RANKL à la surface des ostéoblastes (Yasuda et al., 1998). La PTH
a des effets contraires sur le métabolisme osseux dépendamment qu’elle soit
administrée de façon intermittente ou continuelle. L’administration intermittente de
PTH conduit à la formation de la matrice osseuse (Dempster et al., 1993) alors
qu’une administration soutenue inhibe la synthèse du collagène de type I et de
l’ostéocalcine par les ostéoblastes (Beresford et al., 1984; Dietrich et al., 1976) et
stimule la résorption osseuse.
En effet, des traitements intermittents avec la PTH stimulent la synthèse du
collagène et la formation osseuse. Ces effets anaboliques pourraient s’expliquer via
la stimulation par la PTH de facteurs locaux comme l’IGf-l (insulin-like growth
factor-1) et le TGF-13 (transforming growth factor f3) (Canalis et al. 1989; Canalis et
Raisz, 1994), tous deux des facteurs de croissance favorisant la formation osseuse.
D’autre part, les traitements chroniques avec la PTH résultent en une inhibition de la
formation osseuse. La PTH inhibe l’OPG et stimule RANXL simultanément ce qui
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favorise la formation et l’activation des ostéoclastes et ainsi la résorption osseuse au
détriment de la formation osseuse (Aubin et Bonnelye, 2000).
3.4.2.3 La vitamine D3
Tout comme la PTH, la vitamine D3 joue un rôle essentiel dans la régulation
de l’homéostasie calcique. La l,25(OH)2 vitamine D, synthétisée par le rein, est la
forme active de la vitamine D3. La vitamine D3 stimule la résorption osseuse par les
ostéoclastes via l’activation de RANKL (Yasuda et al., 1998) et augmente
l’absorption intestinale de calcium afin de maintenir des niveaux de calcium
normaux dans le sang. De plus, la vitamine D3 joue un rôle dans la formation de la
matrice osseuse par les ostéoblastes en augmentant la synthèse de protéines
matricielles telle que l’ostéopontine, l’ostéocalcine (Farach-Carson et Ridail, 199$)
et en diminuant celle du collagène de type I (Harrison et Clark, 1986).
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Figure 9. Le structure et la synthèse du collagène. A) Une fibrille de collagène
constituée de trois chaînes a formant tine triple hélice. Chaque chaîne a comprend un
motif Gly-X-Y où X est généralement une proline et Y une hydroxyproline. B) Les
chaînes Œ sont synthétisées et assemblées dans la cellule pour former une molécule de
pro-collagène. Les molécules de pro-collagène sont clivées dans le milieu extracellulaire
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Figure 10. Bipolarité morphologique et fonctionnelle de l’ostéoclaste. Le pôle
apical est en regard de la matrice osseuse: il comprend la zone scellée, et délivre dans
la lacune de résorption enzymes et métalloprotéases dégradant la matrice. Cette
bordure en brosse est aussi le siège d’une sécrétion spécifique de protons qui acidifient
le compartiment de résorption osseuse. Le pôle opposé, ou pôle basolatéral, est en
contact avec Fenvironnernent de la moelle osseuse et du périoste. Il comprend un
échangeur Na/H pour excréter des protons et un échangeur HCO3-/CF pour excréter



















































Figure 11. Le cycle de remodelage osseux
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4) L’os arthrosique
4.1 L’os sous-chondral arthrosique
Comme nous l’avons vu dans les sections précédentes, les changements
morphologiques conduisant à la destntction du cartilage dans l’arthrose sont bien
documentés. Néanmoins, des changements tout aussi importants surviennent dans la
structure osseuse au cours de l’arthrose, notamment la formation d’ostéophytes et la
sclérose de l’os sous-chondral. Ce n’est que récemment que le rôle du métabolisme
anormal de l’os sous-chondral arthrosique a été pris en considération dans le
processus de la maladie.
4.1.1 Caractéristiques de l’os sous-chondral arthrosique
L’os sous-chondral OA est caractérisé par une sclérose osseuse et une
augmentation de la formation de l’os. Les travaux initiaux sur l’implication de l’os
dans l’arthrose effectués par Radin et al. (1970) ont montré que l’application de
charges excessives sur l’articulation causait un épaississement de l’os sous-chondral
dû a la réparation de micro-fractures. L’os devient plus épais et plus rigide, donc
absorbe moins bien les chocs. Le cartilage absorbera alors la pression transférée par
l’os entraînant ainsi sa dégradation (Radin et al. 1970; Radin et Paul, 1970). Nous
reparlerons plus en détails des interactions os-cartilage dans la section 4.2.3. II a été
démontré que la sclérose de l’os sous-chondral arthrosique correspond à un
épaississement de l’os associé à un taux de minéralisation anormalement bas (Li et
Aspden, 1997; Grynpas et al, 1991). En outre, Mansell et Bailey (1998) ont observé
à partir d’explants de têtes fémorales arthrosiques une augmentation de la synthèse
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du collagène, mais une diminution du rapport calcium/collagène témoignant d’une
formation osseuse accrue, mais d’une réduction de la minéralisation.
Donc, on a rapporté une augmentation du métabolisme du collagène dans l’os
sous-chondral arthrosique (Manseil et al., 1997) ainsi qu’une diminution de la
densité minérale osseuse par unité de surface (Li et Aspden, 1997). De ce fait,
malgré qu’il y ait un épaississement de la matrice ostéoïde, celle-ci est moins
minéralisée (Grynpas et al, 1991). De plus, il y a foniiation d’ostéophytes, des
excroissances osseuses, qui joueraient un rôle compensatoire dans la redistribution
des forces dans l’articulation afin de protéger le cartilage articulaire (Moskowitz,
1999).
4.1.2 Les modèles expérimentaux d’arthrose
Des études avec des modèles expérimentaux tels que le chien (Brandt et al.,
1991), le lapin (Radin et al., 1984), le mouton (Brown et ai, 1984), le cochon d’inde
(Layton et al. 198$) et les macaques (Carlson et al., 1994) ont permis d’observer
plusieurs modifications au niveau du tissu osseux arthrosique. Les changements
observés au niveau de l’os impliquent une formation osseuse et une densité osseuse
augmentées, une porosité de l’os diminuée et un épaississement de la portion sous
chondral et trabéculaire de l’os. La majorité de ces études montraient que les
changements dans le remodelage osseux apparaissaient bien avant les changements
histologiques du cartilage (Brandt et al, 1991 ; Radin et al., 1984; Brown et al.,
1984). En outre, chez un modèle spontané d’arthrose, le macaque cynomolgus, les
lésions ostéoarthrosiques étaient morphologiquement similaires à celles des humains.
Chez ce modèle, on observait des changements osseux plus communs et sévères que
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ceux du cartilage et qui morphologiquement semblaient précéder les changements
dans le cartilage (Carlson et al., 1994). Aujourd’hui, il est généralement accepté que
l’os est impliqué dans la progression de l’arthrose, toutefois d’autres études restent à
faire pour savoir si l’os est responsable ou non de l’initiation de la maladie. Toutes
ces études avec les modèles expérimentaux ont permis de faire ressortir plusieurs
points importants concernant l’implication de l’os dans la maladie. Tout d’abord,
seulement les changements osseux à proximité du cartilage affectent celui-ci. De
plus, l’os et le cartilage calcifié se remodèlent de façon couplée et devraient être
considérés comme une seule unité sous-chondrale. Finalement, la sclérose de l’os
sous-chondral semble être nécessaire pour la progression de la maladie (Burr et
Schaffler, 1997).
4.2 La biochimie de l’os sous-chondrat arthrosique
4.2.1 Les ostéoblastes arthrosiques
Comme la composition de l’os arthrosique est modifiée et que l’ostéoblaste
est responsable de la formation osseuse, certaines équipes ont étudié le phénotype
des ostéoblastes arthrosiques. Notre laboratoire est l’un des premiers a avoir mis sur
pied un système de culture primaire d’ostéoblastes humains arthrosiques et normaux
afin d’étudier les différences phénotypiques de ces deux groupes chez la cellule
osseuse in vitro. Ainsi, nous avons déterminé que les ostéoblastes arthrosiques ont
un phénotype altéré par rapport aux normaux. Les ostéoblastes OA relâchent plus
d’IGF-l et expriment un niveau et une activité augmentés de l’activateur du
plasminogène urokinase (uPA). L’uPA est un élément clef dans le remodelage
osseux local car il lie la résorption osseuse à la formation osseuse en stimulant
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localement des protéases et en relâchant des facteurs de croissance emprisonnés dans
la matrice osseuse. Les ostéoblastes OA ont une activité phosphatase alcaline et une
relâche d’ostéocalcine augmentées par rapport aux normaux, ainsi qu’une synthèse
altérée d’AMPc après stimulation avec la PTH et la prostaglandine E2 (PGE2) (Huai
et al., 199$; Huai et ai., 1999) (figure 12).
Normal Otoarthritic Figure 12. Phénotype d’ostéoblastes
OA et normaux provenant de l’os
sous-chondral. Les cellules arthrosiques
montrent une diminution d’AMPc en
réponse à la PTH et au PGE7 et une
augmentation de l’activité phosphatase
alcaline (ALPase) et d’ostéocalcine au
niveau basal et en réponse à la
1,25(OH)2D3. Les niveaux de base de
i’uPA et d’IGF-l sont aussi augmentés
(adapté de Lajeunesse et al., 1999).
Récemment, il a été démontré que la production de TGF-f3, un facteur de
croissance qui stimule la formation de la matrice osseuse, est augmentée dans les
ostéoblastes arthrosiques. De plus, on a fait la distinction entre deux groupes de
patients OA, les producteurs faibles ou forts, selon leur production de PGE2 et d’IL-6
par des ostéoblastes isolés de spécimens d’os sous-chondral (Massicote et al., 2002).
Tous les changements phénotypiques mentionnés ci-haut témoignent d’un
métabolisme anormal des ostéoblastes dans l’arthrose. L’augmentation des facteurs
de croissances relâchés par les ostéoblastes OA comme l’IGf-l et le TGF-3, et la
résistance aux métabolites impliqués dans le remodelage osseux tels que la PTH et te





4.2.2 Le collagène arthrosique et I’hypominéralisation
La minéralisation osseuse implique la participation de plusieurs protéines qui
interagissent entre elles et le collagène de type I. Un déséquilibre entre la synthèse
du collagène et des protéines non-collagéneuses par les ostéoblastes OA pourrait
conduire à une augmentation du volume osseux sans minéralisation subséquente
(Lajeunesse et Reboul, 2003). De plus, un contenu anormal en collagène pourrait
conduire à une minéralisation altérée puisque seulement les fibrilles de collagènes de
type I natives peuvent être minéralisées correctement. Il a été observé que le contenu
en collagène de type I est élevé dans l’os trabéculaire de têtes fémorales de patients
OA par rapport aux sujets normaux, mais que cette matrice ostéoïde augmentée est
hypominéralisée (Mansell et al., 1997; Mansell et Bailey, 1998). Il semblerait que la
composition du collagène de type I arthrosique soit anormale. Le collagène de type I
est composé d’un hétérotrimère de chaînes cd et Œ2 dans un ratio 2.4 1 dans l’os
nonrial alors que chez l’os OA ce ratio varierait de 4 :1 à 17 :1 formant ainsi un
homotrimère de chaînes cd avec des propriétés mécaniques différentes (Bailey et al.,
2002). D’ailleurs, une réduction de chaînes a2 conduit à une diminution de 50% de
la résistance de l’os au stress et à la force de compression tel qu’observé chez des
souris knock-out du gène de la chaîne a2 (Misof et al., 1997). Donc, la structure
altérée du collagène de type I dans l’arthrose diminuerait la stabilité de la triple
hélice changeant ainsi le patron de minéralisation normal de la matrice ostéoïde.
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4.2.3 Interaction os-cartilage dans l’arthrose
Un débat fait rage présentement dans le domaine de l’arthrose en ce qui
concerne les premiers signes physiologiques impliqués dans la maladie. On ne sait
pas encore si les premiers changements dans l’articulation OA se produisent dans le
cartilage ou dans l’os ou bien si ces deux phénomènes sont concomitants.
Néanmoins, les modifications d’un tissu pourraient influencer l’autre et vice-versa.
La majorité des études avec les modèles animaux montrent que les changements dans
le tissu osseux précèdent la dégradation du cartilage (Carlson et al., 1994 et 1996;
Dedrick et al., 1993; Brandt et al., 1991). Par ailleurs, chez l’humain, il y a une
corrélation certaine entre le niveau de dégradation du cartilage et le volume et la
formation de l’os sous-chondral (Matsui et al., 1997). Des études histologiques ont
aussi rapporté que les changements observés dans l’os sous-chondral arthrosique
corrèlent directement avec la sévérité des lésions dans le cartilage (Reirnann et
al., 1977).
Selon Dedrick et al. (1993), les changements dans l’os sous-chondral
arthrosique résulteraient en une transmission anormale du stress au cartilage sous
jacent et contribueraient à la progression de la dégradation du cartilage. Toutefois, il
n’y aurait pas que des interactions de types mécaniques entre ces deux tissus, mais
aussi des modifications biochimiques. Les travaux de Westacott et al. (1997) ont
démontré pour la première fois que 50% des ostéoblastes OA étudiés sont capables
d’induire la dégradation des glycosaminoglycanes provenant de biopsies de cartilage
normal. Il y aurait donc un ou des facteurs produits par les ostéoblastes OA qui
auraient un impact sur l’intégrité du cartilage.
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5) Les métalloprotéases
5.1 Les métalloprotéases de la matrice extracellulaire
Comme leur nom l’indique, les métalloprotéases de la matrice (MMPs) sont
des enzymes responsables de la dégradation de la matrice extracellulaire. Elles sont
capables de dégrader une grande variété de protéines de la matrice incluant le
collagène, les protéoglycanes, la fibronectine et les laminines. Les MMPs jouent un
rôle central dans le développement de l’embryon, la morphogenèse et le remodelage
tissulaire ainsi que dans plusieurs maladies telles que les différentes formes
d’arthrite, l’ulcération des tissus, l’athérosclérose et le cancer (Nagase, 1997).
Les MMPs sont une famille d’endopeptidases à zinc caractérisées par un pro
peptide en N-terminal, un domaine catalytique zinc—dépendant et un domaine
hémopexine en C-terminal. Les MMPs sont synthétisées et sécrétées (sauf les
MMPs de types membranaire (MT-MMP)) sous forme de pro-enzymes et activées
par clivage catalytique. Elles sont inhibées par une famille de quatre inhibiteurs s les
«tissue inhibitors ofmetalloproteinases» ou TIMP (Bigg et Rowan, 2OOl). Jusqu’à
aujourd’hui, 25 MMPs ont été identifiées et on les a subdivisées en 5 groupes selon
leurs propriétés fonctionnelles et structurales s les collagénases, les gélatinases, les
stromelysines, les MT-MMP et les autres (Nagase et Woessner, 1999).
5.2 Le rôle des métalloprotéases dans l’arthrose
Les métalloprotéases matricielles jouent un rôle important dans la
dégradation du cartilage dans l’arthrose. On a observé l’augmentation de
l’expression et de l’activité d’un grand nombre de MMPs au niveau de l’articulation
42
arthrosique, autant dans le liquide synovial que dans le cartilage ou l’os ( Martel-
Pelletier et al., 2001 ; Konttinen et al., 1999).
5.2.1 Les métalloprotéases dans le cartilage arthrosique
Plusieurs collagénases et stromelysines sont augmentées dans le cartilage OA
et sont responsables de la dégradation du collagène de type II, des protéoglycanes et
des agrécanes. Dans presque tous les chondrocytes OA ainsi que dans le cartilage
OA les MMP-3 (stromelysine), MMP-8 (collagénase-2) et MMP-13 (coliagénase-3)
sont élevées (Billinghurst et al.1997 ; Sandeli et Aigner, 2001). La MMP-13 semble
être la plus cruciale dans l’arthrose à cause de sa dégradation préférentielle du
collagène de type II (Stahle-Backdahl et aI, 1997) et sa prévalence dans les tissus QA
comparée aux normaux (Femandes et al., 1998 ; Moldovan et al., 1997).
5.2.2 Les métalloprotéases dans l’os arthrosique
Plusieurs MMPs sont produites par les ostéoblastes, telles que les MMP-1,
MMP-2, MMP-3, MMP-9, MMP-13 et la MT1-MMP (MMP-14) (Stahle-Backdahl
et al., 1997; Filanti et al., 2000; Apte et ai., 1997). La MMP-2 peut dégrader le
collagène dénaturé, la gélatine, la fibronectine et l’élastine, alors que les MMP-1 et —
3 jouent un rôle essentiel dans la dégradation des matrices osseuse et cartilagineuse
respectivement (Delaisse et al., 1993 ;Okada et al., 1992). Ces MMPs sont toutes
inter-reliées et peuvent s’activer entre elles. Les MMP-2 et —3 sont de puissants
stimulateurs de MMP-13 qui peut activer la MMP-9. La MT1-MMP est impliquée
dans l’activation de la pro-MMP-2 en MMP-2 active (Strongin et aI. 1995 ; Kinoh et
al., 1996) et possiblement d’autres MMPs sécrétées (Cowell et al., 1998).
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Dans l’os arthrosique, il a été démontré que les tissus osseux trabéculaires
expriment beaucoup plus la MMP-2 que chez des sujets normaux du même âge
(Manseil et al., 1997). D’ailleurs, l’activité MMP-2 est augmentée dans des kystes
trouvés à la surface sous-chondral de tissus osseux de patients OA et il y a une
corrélation positive entre la production de MMP-9 et la destruction rapide de la
hanche chez le patient OA (Masuhara et al., 2000). Les MMPs provenant du tissu
osseux OA pourraient influencer l’intégrité du cartilage puisqu’elles sont sécrétées
par les ostéoblastes et peuvent circuler dans l’espace synovial. Plusieurs études
restent à faire afin de déterminer l’interaction relative de ces deux tissus et
l’implication des MMPs dans ce processus.
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6) Hypothèse de travail
L’arthrose est une maladie dégénérative des articulations caractérisée par une
perte de cartilage articulaire, une sclérose de l’os sous-chondral et la formation
d’ostéophytes. L’arthrose a longtemps été considérée comme une maladie du
cartilage, mais les données récentes de la littérature suggèrent une participation
active de l’os dans l’initiation et /ou la progression de cette pathologie. La sclérose
osseuse observée chez les patients OA est due à une abondante matrice ostéoïde qui
est toutefois hyporninéralisée. Le collagène de type I est augmenté in vivo dans les
tissus osseux OA, et il y a un ratio anormal des chaînes Œl/Œ2 du collagène de type I
dans ce tissu. Les mécanismes responsables de cette matrice ostéoïde anormale ne
sont pas connus.
Notre hypothèse de travail est que les ostéoblastes arthrosiques ont une
fonction anormale qui perturbe le métabolisme osseux et qu’ils sont responsables de
la sclérose osseuse observée in vivo chez les patients arthrosiques, mais aussi de la
sous-minéralisation de ce tissu. Nos objectifs spécifiques sont de
1) Déterminer les mécanismes responsables de la production anormale de collagène
de type I.
2) Étudier le rôle des métalloprotéases dans cette formation accrue de collagène.




Patients et paramètres cliniques
Les plateaux tibiaux provenaient de patients OA ayant subi une chirurgie de
remplacement total du genou. Nous avons isolé l’os sous-chondral en retirant le
cartilage articulaire et la portion d’os trabéculaire ne faisant pas partie de la plaque
de croissance sous-chondrale. Un total de 41 patients (âgés de 70 ± 1.2 ans: 10
mâles, 31 femelles) classifiés OA selon les critères cliniques reconnus par
l’American College of Rheumatology (Altman et al., 1986) ont été inclus dans cette
étude. Aucun de ces patients n’a reçu de médication qui pourrait interférer avec le
métabolisme osseux, incluant des corticostéroïdes, 6 mois avant l’opération. Un total
de 16 spécimens osseux de plateau tibial d’individus normaux (âgés de 60 ± 5 ans:
11 mâles, 5 femelles) ont été collectés à l’autopsie moins de 16 heures après la mort.
Les individus montrant de la détérioration du cartilage et/ou une sclérose du plateau
sous-chondral n’ont pas été inclus dans le groupe normal. Le groupe normal ne
comprenait pas de patients avec des pathologies pouvant affecter l’os (ostéoporose,
maladie de Paget) ou ayant subi de la chimiothérapie pour des cancers. Tout le
matériel humain a été acquis après un accord signé des patients ayant subi la
chirurgie ou de la parenté pour les spécimens recueillis à l’autopsie suivant les
règlements du comité d’éthique du CHUM.
Préparation des cultures primaires d’ostéoblastes
La partie médiale d’os sous-chondral de plateaux tibiaux a été isolée pour
préparer des cultures primaires de cellules osseuses. Le cartilage a d’abord été
enlevé du plateau tibial et l’os trabéculaire disséqué de la plaque sous-chondrale.
D’un point de vue macroscopique, les spécimens d’os sous-chondral d’individus
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normaux étaient plus minces que ceux des patients OA qui présentaient une sclérose
évidente. Les échantillons osseux ont été coupés en petits morceaux de 2 mm2 avant
de subir une digestion séquentielle en présence de 1 mg/ml de collagénase de type I
(Sigma-Aldrich, Oakville, Ontario, Canada) dans du milieu Ham F12/DMEM
(Sigrna-Aldrich) sans sérum à 37°C pour 30, 30 et 240 minutes. Cette étape permet
d’enlever les cellules adhérentes et les cellules résiduelles de la moelle osseuse des
morceaux d’os. Après plusieurs lavages avec du milieu Ham f 12/DMEM, les
morceaux d’os digérés ont été mis en culture dans du milieu Biggers, Gwatkin and
Judah (BGJb) (Sigma-Aldrich) contant 20% de sérum foetal bovin (fBS;
Biowhittaker, Walkerville, MD, USA). Ce milieu a été remplacé aux deux jours
jusqu’à l’apparition de cellules dans les flasques. À partir de ce moment, le milieu
de culture a été remplacé par du BGJb contenant 10% fBS jusqu’à confluence des
cellules. Le milieu BGJb est spécifiquement conçu pour favoriser la croissance
cellulaire des ostéoblastes et leur différenciation.
À confluence, les cellules en culture primaire ont subi un seul passage à 25
000 ceÏlules/cm2 dans des plaques de 6 puits et ont été cultivées pendant 5 jours dans
du milieu Ham F12/DMEM contenant 10% fBS avant d’être testées. Les cellules
ont alors été incubées avec ou sans traitements, soit la 1 ,25(OH)2D3 (5OnM), la PGE2
(500nM) ou la PTH (lOOnM) dans du milieu Ham F12/DMEM contenant 0,5%FBS
pour 48 heures. Les sumageants ont été récupérés à la fin de l’incubation et
conservés à —80°C jusqu’à l’essai. Les cellules ont été préparées soit pour une
séparation sur SDS-PAGE ou des expériences de RT-PCR. Les cellules préparées
pour séparation par SD$-PAGE ont été lysées dans du tampon RIPA (Tris HCÏ
5OmM pH 7.4, NaCÏ l5OmM, 1% NP-40, 0,5% Na-deoxicholate et 0,1% $DS avec
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les inhibiteurs suivants 10 jig/ml Aprotinine, lojig/ml Leupeptine, 10ig/ml
pepstatine, lojig/ml 0-phenatroline, lmM Na-orthovanadate, lmM DTT) et
conservées à —80°C jusqu’à l’essai. Pour les dosages de protéines, la méthode à
l’acide bisinchoninic (BCA) a été utilisée (Smith et al., 1985). Les cellules préparées
pour l’analyse par RT-PCR ont été lysées dans du TRIzol (Gibco BRL, Burlington,
Ontario, Canada) et la quantification d’ARN a été effectuée selon la procédure
RiboGreen en suivant les recommandations du manufacturier (Cederlane, Homby,
Canada).
Caractérisation phénotypique des cultures d’ostéoblastes sous-chondraux
humains
Les caractéristiques phénotypiques des cultures d’ostéoblastes obtenues ont
été déterminées en évaluant l’activité phosphatase alcaline et la relâche
d’ostéocalcine dépendantes de la 1,25(0H2)D3 (5OnM). L’activité phosphatase
alcaline a été déterminée sur les lysats cellulaires en mesurant l’hydrolyse de son
substrat, la p-nitrophénylphosphate (PNPP) incolore en p-nitrophénol coloré jaune et
détecté à 405nm. La relâche d’ostéocalcine a été mesurée dans les sumageants par
EIA tel que décrit précédemment (Lajeunesse et al., 1991; Lajeunesse et al., 1996).
Transcription reverse et réaction de polymérisation en chaîne (RT-PCR) semi
quantitative
Pour la détermination de l’expression du collagène de type I, les ostéoblastes
ont été traités avec du Ham F12/DMEM contenant 0,5% FBS pour 48 heures en
absence ou en présence de 1,25(OH)2D3 (5OnM), PGE2 (500nM) ou PTH (lOOnM).
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À la fin de l’incubation, les cellules ont été lavées 2 fois avec une solution saline
tamponnée avec phosphate (PBS), pH 7.4, et lysées dans du TRizol. L’ARN a été
extrait par la méthode de Chomczynski et Sacchi (1987) et 1tg d’ARNm a été utilisé
pour l’amplification par RT-PCR telle que décrite précédemment (Huai et al., 2001).
Les produits d’amplification par PCR Collial et Collla2 de 409 paires de base (ph)
et 461 ph respectivement ont été générés avec 20 pmoles de chaque amorce. Les
amorces pour Coulai sont 5’-AGA GGT TTC AGT GGT TTG GA -3’ (sense) et 5’-
CCA GGA GCA CCA TTG GCA CC -3’ (anti-sense) et celles pour Collla2 sont 5’-
GGA CAC AAT GGA TTG CAA GG-3’ (sense) et 5’-AAC TGG CAA GCA AGG
AGA CA-3’ (anti-sense). Pour s’assurer de l’équivalence des échantillons, la
GAPDH a été amplifiée avec 20 pmoÏe de chaque amorce, 5’- GAG AAC ATC ATC
CCT GCC TCT -3’ (sense) et 5’- GCT TGA CAA AGT GGT CGT TGA G-3’(anti-
sense), générant un produit de 360 pb. Nos résultats préliminaires indiquent qu’avec
25 et 35 cycles, nous nous situons dans la portion linéaire de l’amplification de la
GAPDH et de Coillal ou Collla2 respectivement, donc c’est avec ce nombre de
cycles que l’amplification par PCR a été effectuée. Après amplification, l’ADN a été
analysé sur gel d’agarose 1,2% et visualisé par détection U.V. L’analyse
densitométrique a été effectuée avec un Chemilmager 4000 (Alpha Innotech
Corporation, San Leandro, CA). Les résultats sont présentés en tant qu’expression
relative de Coulai ou Collla2 normalisé avec le gène ubiquitaire GAPDH.
PCR-quantitatïf
La quantification en temps réel de l’ARNm de Coulai, Collla2 et GAPDH a
été effectuée dans le GeneAmp 5700 Sequence Detection System (Applied
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Biosystems, foster City, CA) avec le 2X Quantitect SYBR Green PCR Master Mix
(Qiagen) selon les recommandations du manufacturier. En bref, 200ng de cDNA
obtenu de la RT ont été amplifiés dans un volume total de 50u1 comprenant le Master
Mix iX, l’uracil-N-glycosylase (UNG, 0.5 unité) (Epicentre Technologies, Madison,
WI) et les amorces spécifiques aux gènes décrits ci-haut à une concentration finale
de 200 nM. Les tubes ont d’abord été incubés pour 2 minutes à 50°C (réaction de
UNG), ensuite à 95°C pour 15 minutes (inactivation d’UNG et activation de la
polymérase) suivi de 40 cycles consistant chacun aux étapes de dénaturation (94°C,
15 secondes), d’hybridation (60°C, 30 secondes), d’extension des brins (72°C, 30
secondes) et d’enregistrement des données (77°C, 15 secondes). Les données ont été
collectées et traitées avec le GeneAmp 5700 SDS software et rapportées en
« treshold cycle)> (Ct), correspondant au cycle de PCR auquel on peut détecter pour
la première fois une augmentation dans la fluorescence supérieure à la ligne de base
du signal. Les ADNs de plasmides contenant les séquences des gènes cibles ont été
utilisés pour générer les courbes standards. Lorsque l’on compare les niveaux
d’expressions de base pour les normaux et les OA, les Ct ont été convertis en nombre
de molécules et la valeur pour chaque échantillon a été calculée en ratio du nombre
de molécules du gène cible! nombre de molécule de GAPDH.
Immunotransfert Western du collagène et des collagénases
Les extraits cellulaires ont été chargés (2ojig/puits) sur gel de polyacrylamide
7.5% et séparés par électrophorèse de protéines en gel de polyacrylamide contenant
du SDS (SDS-PAGE) en conditions dénaturantes à 200 volts pendant 60 minutes
suivant la méthode de Sambrook et aÏ (1989). Le chargement des protéines a été
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ajusté selon la concentration cellulaire en protéine de chaque spécimen. Les
protéines ont ensuite été transférées sur membrane de polyvinylidene difluoride
(PDVf) (Boehringer Mannheim, Penzberg, Germany) à 150 volts pendant 75
minutes. Après avoir été bloquées dans du lait écrémé 5% dans TTBS (2OmM Tris
HC1, l5OmM NaC1, 0,1% Tween® 20, pH 7.6) et lavées, les membranes ont été
séquentiellement incubées 16 heures à 4°C avec un anticorps primaires, lavées, puis
incubées avec un anticorps secondaire lié une peroxidase (horseradish-peroxidase).
La détection de bandes a été visualisée avec le kit ECL-plus (Pierce) selon les
directives du manufacturier. Une variété d’anticorps primaires a été utilisée: rabbit
anti-human collagen type I (dilution 1 :7 500, Biodesign), mouse anti human MT1-
MMP (dilution 1:1000, Oncogene), mouse anti-human MT2-MMP (dilution
1 :1000, Oncogene) et rabbit anti-actin (dilution 1 :15 000, Sigma); et d’anticorps
secondaires: Goat anti-mouse IgG dilution 1: 100 000 de Pierce (Rockfort, IL);
Rabbit anti-sheep IgG (dilution 1 :50 000) et Goat anti-rabbit IgG (dilution 1 :20
000) de Upstate Bioteclmology (Lake Placid, NY). Les analyses de densitométrie
ont été effectuées avec un Chemilmager 4000.
Détermination de la synthèse du collagène
La synthèse de collagène a été déterminée par la relâche de novo du fragment
peptidique carboxy-terminal (CICP) de la molécule de collagène de type I qui n’est
pas métabolisé (Parfitt et al., 1987) ce qui reflète la synthèse réelle du collagène. Le
CICP a été mesuré dans les sumageants de culture de cellules N et OA à confluence
à l’aide d’un ELISA (Quidel corporation, Cederlane, Homby, Ontario) très sélectif.
La relâche de CICP a alors été ramenée en ng de CICP par mg protéines cellulaires.
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Détermination de 1’ activité métalloprotéase par zymographie
Les expériences de zyrnographie ont été effectuées en suivant la procédure
générale décrite par Roche et al (1983). L’activité des MMPs a été directement
mesurée sur gel d’électrophorèse contenant de la gélatine. Les MMP digèrent la
gélatine contenue dans le gel, donc après la coloration du gel au Bleu de Coomassie,
des bandes claires sur fond bleu peuvent être détectées sur le gel et indiquer
l’activité MMP.
Brièvement, les sumageants de culture d’Ob (0.4ig de protéines/puit pour la
MMP-2 et 1 0ig de protéines/puit pour la MMP-9) ont subi une électrophorèse dans
des conditions non-dénaturantes dans un gel 7,5% polyacrylamide (SDS) contenant
2mg/ml de gélatine (Sigma). Après avoir coulé un gel de concentration 5%, les
échantillons ont été chargés et le gel a migré 150 minutes à un voltage constant de
100 volts. Les gels ont été lavés trois fois dans du Triton X-100 2.5% pour 20
minutes et incubés 20 heures à 37°C dans un tampon d’incubation (5OmM Tris-HC1,
5OmM NaC1, 0,05% Brij35 à pH 7.4). Les gels ont alors été colorés par Bleu de
Coomassie 0,25% pour 45 minutes et décolorés pendant 4 heures dans une solution
30% méthanol/10% acide acétique. Des bandes claires (blanches) sur fond bleu
indiquent l’activité MMP et l’intensité des bandes a été mesurée par densitométrie.
Des MMPs recombinantes ont migré en parallèle afin d’évaluer les poids
moléculaires des formes natives et actives des MMP étudiées (MMP-2 et MMP-9
proviennent de Pfizer, Groton, CT, USA).
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Essai de minéralisation de cultures primaires d’ostéoblastes par coloration au
Von Kossa
Pour mesurer la minéralisation des cas OA et N de façon relative, les cellules
ayant subi un seul passage ont été amenées à pousser pendant 30 jours dans du BJGb
contenant 10% FBS, de l’acide ascorbique (0,05g/L) et du t3-glycérophosphate
(lmM) en présence on en absence de BMP-2 (5Oig/ml). Au jour établi, les cellules
ont d’abord été fixées avec de la fonnaline 10% dans du PBS pour 30 minutes. Les
cellules ont alors été colorées au nitrate d’argent 3% dans le noir pendant 10 minutes,
puis la coloration a été développée dans une solution 5% sodium carbonate et 25%
formaline pour I heure. Finalement, les cellules ont été fixées dans 5% sodium
thiosulfate puis photographiées dans leur pétri.
Analyses statistiques
Totites les données quantitatives sont exprimées en moyenne ± SEM. Les





Expression du collagène de type I
Nous avons tout d’abord évalué si nos amorces étaient spécifiques pour le
collagène de type I et les deux chaînes al et a2. Nous avons observé une seule
bande à la détection démontrant la spécificité des amorces. Nous avons aussi
démontré que nous pouvions obtenir des résultats en utilisant 35 cycles pour les Ob
normaux et 32 cycles pour les Ob OA (non illustré). Nous avons ensuite évalué le
niveau d’expression d’ARNm de Coulai et Collla2 dans les ostéoblastes normaux
et OA. Tel qu’illustré à la figure 1, nous avons observé une légère augmentation de
l’expression des chaînes al et a2 du collagène de type I dans les ostéoblastes OA
par rapport aux normaux au niveau basal l’ARNrn est augmenté de 19.8 ± 8.6%
pour Colli al et de 16.3 ± 7% pour Collla2. Par PCR en temps réel (figure 2), nous
avons obtenu un niveau d’expression de Colllal/GAPDH de 31.4 ± 12.8 pour les Oh
normaux et 107.3 ± 11.6 pour les OA. Par ailleurs, les niveaux Collla2/GAPDH
étaient de 11.3 ± 2.3 pour les Ob normaux et 14.9 ± 1.6 pour les OA. Donc, les
analyses par RT-PCR quantitatif révèlent un ratio des chaînes al :a2 de 2.5 ± 0.6 :1
pour les normaux et de 7.2 ± 0.2 :1 pour les OA ce qui est en accord avec les
observations de Bailey et al. (2002).
De plus, la régulation de Collial et CoÏlla2 était perturbée dans les Ob OA
par rapport aux nonTiaux. Tandis que les Oh normaux répondaient fortement à la
stimulation par le PGE2 et la PTH, les Oh OA réagissaient beaucoup moins. En
effet, l’expression de Collial était réduite de 27 ± 20% et de 39.5 ± 7.5% en réponse
au PGE2 et à la PTH respectivement dans les Oh normaux alors que cette inhibition
était de seulement 13.7 ± 3.0% et de 7.5 ± 6.0% pour les Ob OA (figure 3). De
56
même, l’expression de Collla2 était inhibée de 32.7 ± 4.3% et 42.7 ± 12.9% dans les
Oh normaux, mais seulement de 13.4 ± 3.5% et 17 ± 2.9% dans les Oh OA en
réponse à PGE2 et PTH (figure 4). Cependant, l’expression des chaînes cd et Œ2
dans les Ob OA n’était pas perturbée par la vitamine D3 chez ces patients. La
production de collagène est restreinte aux types I et III dans nos cellules OA et
normales puisque nous avons aussi observé des niveaux très faibles de collagène de
type III. Par ailleurs, des études précédentes ont déjà démontré que les Ob OA et
normaux préparés dans ces mêmes conditions de culture n’exprimaient pas de
collagène de type II (Massicotte et al., 2002).
Production du collagène de type I
Comme les niveaux d’expression d’ARNm de Coulai et Collla2 étaient
augmentés dans les Ob OA en condition basale, nous avons ensuite évalué si la
synthèse de novo du collagène de type I était altérée dans les ostéoblastes OA. Pour
ce faire, nous avons mesuré la relâche du pro-peptide carboxy-terminal du collagène
de type I (CICP) par les ostéoblastes OA et normaux. Nous avons observé (figure 5)
que les Oh OA synthétisaient beaucoup plus de collagène de type I que les normaux
42 ± 7% (p< 0.01). Nous avons ensuite évalué si la forme mature du collagène de
type I était aussi augmentée dans les Ob OA en mesurant la production de collagène
par immunobuvardage (western blot). De ce fait, sous des conditions dénaturantes,
le collagène de type I, visualisé en tant que doublet de 180 et l5OkDa (chaînes cd et
Œ2 respectivement), était augmenté de 34.7 ± 4.7% et 25.9 ± 4.0% respectivement
dans les Oh OA comparativement aux normaux (figure 6).
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Production et activité des métalloprotéases matricielles
Comme l’activité anabolique des Ob OA était augmentée par rapport aux
normaux, nous avons alors évalué si le catabolisme était altéré dans ces cellules.
Nous avons évalué le potentiel catabolique de ces cellules en mesurant MT1-MMP et
MT2-MMP par Western blot et l’activité MMP-2 et MMP-9 par zyrnographie. Les
Ob OA et normaux produisaient un niveau similaire de MTY-MMP et MT2-MMP
(figure 7). Néanmoins, l’activité des MMP-2 et —9 était augmentée de 2$ ± 9.4% et
52.9 ± 11 .8% respectivement par rapport à celles des Ob normaux (figure s).
Potentiel de minéralisation ht vitro
In vivo, la minéralisation osseuse est réduite chez les patients OA (Li et
Aspden, 1997; Grynpas et ai, 199f), mais nous ne savons pas s’il s’agit d’une
défectuosité cellulaire, d’un problème de régulation systémique ou des deux. Nous
avons donc tâché de déterminer si l’hypothèse d’un défaut cellulaire était possible en
mesurant la minéralisation in vitro par la coloration Von Kossa des Oh OA et
normaux après 30 jours de culture (phase de minéralisation). Tel qu’indiqué à la
figure 9A, les Oh nonnaux montraient une coloration intense qui fait contraste à la
situation observée dans les Oh OA, indiquant ainsi que le potentiel de minéralisation
des Ob OA est diminué in vitro. De plus, en présence de la «bone morphogenetic
protein-2)) (BMP-2), protéine favorisant la minéralisation, la minéralisation des Oh
normaux était fortement stimulée. Par contre, les Ob OA n’ont que peu répondu in
vitro à la BMP-2 dans les mêmes conditions (figure 9B).
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LÉGENDES DES FIGURES
Figure 1: Niveau basal d’ARNm des chaînes cd et Œ2 du collagène de type I dans
les ostéoblastes OA et normaux de l’os sous-chondral humain. A) Évaluation de
l’expression d’ARNm des chaînes cxl et cx2 du collagène de type I dans les
ostéoblastes normaux et OA. Un RT-PCR semi-quantitatif avec des amorces
spécifiques à chacune des chaînes du collagène de type I et à la GAPDH a été
effectué avec 1 tg par puits d’ARN d’ostéoblastes OA et normaux. B)
Représentation graphique des résultats obtenus en (A). Les résultats sont la moyenne
± SEM de 5 individus normaux et 10 patients OA.
Fïgure 2 Ratio de l’ARNm des chaînes cxl et cx2 du collagène de type I sur la
GAPDH dans les ostéoblastes OA et normaux en situation basale. L’expression
d’ARNm des chaînes cd et cx2 du collagène de type I a été évaluée par RT-PCR
quantitatif avec des amorces spécifiques à chacune des chaînes du collagène de type
I et à la GAPDH. 200ng d’ARN par puits ont été utilisés. Le ratio des chaînes
cxl :cx2 est de 2.5 ± 0.6 :1 pour les normaux et de 7.2 ± 0.2 :1 pour les OA. Les
résultats sont la moyenne ± SEM de 3 individus normaux et de 5 patients OA.
Figure 3 : Régulation de l’expression d’ARNm de Colllal dans les ostéoblaste OA
et normaux. Des ostéoblastes humains à confluence ont été incubés avec ou sans
traitement, soit à la l,25(OH)2D3 (5OnM), le PGE2 (500nM) ou la PTH (lOOnM) dans
du milieu Ham F12/DMEM contenant 0,5%FBS pour 48 heures. A) Évaluation de
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l’expression d’ARNm de la chaîne cd du collagène de type I dans les ostéoblastes
normaux et OA par RT-PCR semi-quantitatif avec des amorces spécifiques à Coulai
et à la GAPDH. B) Représentation graphique des résultats en (A). Les résultats sont
exprimés en % du contrôle et sont la moyenne ± SEM de 2 individus normaux et 10
patients OA.
Figure 4: Régulation de l’expression d’ARNm de Collla2 dans les ostéoblastes OA
et normaux. Des ostéoblastes humains à confluence ont été incubés avec ou sans
traitement, soit à la 1,25(OH)2D3 (5OnM), le PGE2 (500nM) ou la PTH (lOOnM) dans
du milieu Ham F12/DMEM contenant 0,5%FB$ pour 48 heures. A) Évaluation de
l’expression d’ARNm de la chaîne Œ2 du collagène de type I dans les ostéoblastes
normaux et OA par RT-PCR semi-quantitatif avec des amorces spécifiques à Collla2
et à la GAPDH. B) Représentation graphique des résultats en (A). Les résultats sont
exprimés en % du contrôle et sont la moyenne ± SEM de 3 individus normaux et 10
patients OA.
Figure 5 : Synthèse de novo du collagène de type I. Des ostéoblastes humains OA et
normaux mis en culture jusqu’à confluence dans du milieu Hain f 12/DMEM
contenant 10% fBS ont ensuite été incubés dans du milieu Ham f u2/DMEM
contenant 0,5%FBS pour 48 heures. Les sumageants ont été récupérés et la relâche
du pro-peptide carboxy-terminal du collagène de type I (CICP) a été mesurée avec
un ELISA sélectif. Les résultats sont la moyenne ± SEM de 6 individus normaux et
21 patients OA.
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Figure 6: Analyse par western blot de la production de collagène de type I mature
par les ostéoblastes OA et normaux. Les cellules à confluence ont été lysées et
séparées par électrophorèse SDS-PAGE. L’usage d’un anticorps primaire polyclonal
et d’un anticorps secondaire lié à la peroxydase a permis de visualiser deux bandes
représentant les chaînes al et a2 du collagène de type I à l8OkDa et l5OkDa
respectivement. L’actine a été révélée après «stripping» (lavages) de cette même
membrane. Ces données sont représentatives de 3 expériences individuelles et les
résultats sont la moyeime ± SEM de chaque bande individuelle rapportée sur son
actine (normaux, n = 5 et OA, n = 15).
Figure 7: Analyse par western blot du niveau de MT1-MMP et MT2-MMP
exprimé à la surface cellulaire d’Ob OA et normaux. Les cellules à confluence ont
été lysées et séparées par électrophorèse SDS-PAGE. A) Représentation du western
blot pour la MT1-MMP. B) Représentation du western blot pour la MT2-MMP. Ces
données sont représentatives de 3 expériences individuelles et les résultats sont la
moyenne ± SEM de chaque bande individuelle rapportée sur son actine (normaux, n
= 6 et OA, n 14).
Figure 8: Zymographie de la MMP-2 et la MMP-9. Des ostéoblastes humains OA
et normaux mis en culture jusqu’à confluence dans du milieu Ham F12/DMEM
contenant 10% FBS ont ensuite été incubés dans du milieu Ham f 12/DMEM
contenant 0,5%fB$ pour 48 heures. Les surnageants ont été récupérés et des
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volumes correspondant à 0.4pg de protéines/puits pour la MMP-2 et à 1 0tg de
protéines/puits pour la MMP-9 ont été séparés par électrophorèse dans des conditions
non-dénaturantes. En parallèle, un western blot a été effectué avec les lysats
cellulaires correspondant à chacun de ces surnageants pour révéler l’actine. Ces
données sont représentatives de 3 expériences individuelles et les résultats sont la
moyenne ± SEM de chaque bande individuelle de la zymographie rapportée sur son
actine correspondante (normaux, n= 6 et OA, n 16).
Figure 9 Minéralisation in vitro des ostéoblastes humains OA et normaux mesurée
par coloration Von Kossa. Les ostéoblastes humains OA et normaux ont été
ensemencés dans des pétris de 35mm à 25 000 cellules/cm2. Les cellules ont ensuite
été incubées dans du milieu BGJb contenant 10% FBS, de l’acide ascorbique
(0,05g/L) et du f3-glycérophosphate (lmM) pour 30 jours. L’essai de minéralisation
par coloration Von Kossa a été effectué au jour 30 avec une solution de nitrate
d’argent 3%. A) Représentation de 3 cas OA et 3 individus normaux. L’analyse
macroscopique nous permet de voir une diminution du potentiel de minéralisation
des ostéoblastes OA par rapport aux normaux. B) Effet d’une stimulation à la BMP
2. Les ostéoblastes normaux répondent à la BMP-2 par une très forte stimulation de
la minéralisation. Par contre, les cellules OA répondent beaucoup moins à la BMP
2.
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Figure 3. Régulation de l’expression d’ARNrn de la chaîne cd du collagène de type I
dans les ostéoblastes normaux et OA.
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figure 4. Régulation de l’expression d’ARNm de la chaîne Œ2 du collagène de type I
dans les ostéoblastes normaux et OA.
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figure 6. Western blot du collagène de type I produit par les ostéoblastes normaux et
OA
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Figure 7. Western blot du niveau de MT-MMP exprimées à la surfaces des ostéoblastes
a)
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L’arthrose est une pathologie dégénérative conduisant à des dommages
permanents aux articulations et à la perte de la flexibilité et de la mobilité. C’est la
cause la plus commune d’invalidité grave au Canada et aux États-Unis. Plus de la
moitié des personnes âgées de 50 ans et plus en sont affectées et on en ressent les
répercussions autant au niveau de la qualité de vie qu’au niveau de l’économie
(Sangha, 2003).
On a longtemps pensé que l’arthrose était une maladie du cartilage puisque
celui-ci se dégrade complètement au fur et à mesure que la maladie progresse.
Toutefois, des changements tout aussi importants surviennent dans le tissu osseux,
notamment la formation d’ostéophytes et la sclérose de l’os sous-chondral.
L’implication du tissu osseux dans l’initiation et/ou la progression de la maladie est
maintenant acceptée, mais les mécanismes impliqués dans la relation os-cartilage
demeurent méconnus. Il a été démontré, autant par des études sur des modèles
animaux que chez les humains, qtie le tissu osseux est altéré dans l’articulation
arthrosique même à des sites ne subissant pas de fortes contraintes mécaniques ce
qui limiterait l’impact de cet aspect sur la progression de la maladie. En outre, la
croyance que les patients OA présentant une densité minérale osseuse (BMD)
élevée comparée à des individus du même âge protégerait ceux-ci contre
l’ostéoporose et/ou des fractures doit être révisée. En effet, les travaux récents
montrent que quoique le tissu osseux OA soit sclérosé, ceci est dû principalement à
une abondante matrice ostéoïde dont la minéralisation est anormale et insuffisante
(Li et Aspden, 1997). Notre hypothèse de travail était que les ostéoblastes
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arthrosiques ont une fonction anormale qui perturbe le métabolisme osseux et qu’ils
sont responsables de la sclérose osseuse et de la sous-minéralisation observées in
vivo chez les patients arthrosiques.
Une production accrue de collagène de type I
Nos résultats de RT-PCR semi-quantitatif montrent que l’ARNm des
chaînes al et a2 du collagène de type I est augmenté de près de 20% dans les
ostéoblastes OA provenant de l’os sous-chondral en situation basale. Les mesures
prises par PCR semi-quantitatif représentent une tendance générale, mais sont
moins précises que celles prises par PCR-quantitatif. Nos résultats de RT-PCR
quantitatif indiquent que l’expression de la chaîne cd du collagène de type I est
augmentée de 3.4 fois dans les ostéoblastes OA alors que celle de la chaîne a2 est
augmentée de 1.3 fois. Ceci explique le déséquilibre noté par Bailey et al. (2002)
dans le ratio des chaînes al/a2 chez les patients OA. D’ailleurs, en réponse à des
stimuli physiologiques par PGE2 et PTH qui in vivo inhibent leur expression,
CollIal et Collla2 étaient moins affectés dans les ostéoblastes OA
comparativement aux normaux, une situation qui contribue à maintenir des niveaux
de collagène de type I encore plus élevés que dans les ostéoblastes normaux.
Néanmoins, pour Collai, une expérience reste à faire avec des cas normaux pour
s’assurer que les données soient statistiquement significatives (figure 3).
L’expression du collagène de type I dans les ostéoblastes OA était donc augmentée
au niveau basal et répond moins bien à l’inhibition par des stimuli exogènes. En
outre, la synthèse du collagène de type I, mesurée par la relâche du pro-peptide, est
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augmentée de plus de 40% dans les ostéoblastes OA. Ceci fut vérifié par la mesure
des niveaux de la protéine mature, mesurée par western blot, qui indique un niveau
plus élevé de collagène de type I dans les ostéoblastes OA. Il est donc évident que
les ostéoblastes de l’os sous-chondral OA produisent beaucoup plus de collagène de
type I que les normaux, situation qui est en accord avec le dépôt accru de collagène
de type I observé in vivo.
Minéralisation anormale de la matrice osseuse arthrosique
Malgré qu’elle soit plus abondante, cette matrice de collagène ne semble pas
être minéralisée adéquatement in vivo (Grynpas et al., 1991), une situation que nous
avons aussi observée in vitro. Cette diminution de la minéralisation observée in
vitro sans aucune stimulation indique qu’un défaut cellulaire serait responsable de
ce dépôt minéral anormal. Notons qu’un défaut cellulaire a déjà été découvert dans
ces ostéoblastes OA par notre laboratoire. Ainsi, les ostéoblastes OA montrent une
diminution de la production d’AMPc en réponse à la PTH et au PGE2 et une
augmentation de l’activité de la phosphatase alcaline (ALPase) et de la relâche
d’ostéocalcine au niveau basal et en réponse à la l,25(OH)2D3. Les niveaux de base
de l’uPA et d’IGf-l sont aussi augmentés (Hilal et al., 1998 et 2001).
Néanmoins, nous pourrions aussi expliquer le patron de minéralisation
anormalement bas observé ici (figure 9A) par la structure de la matrice du collagène
de type I. En effet, une structure anormale en collagène pourrait conduire à une
minéralisation altérée puisque seulement les fibrilles de collagènes de type I natives
peuvent être minéralisées correctement. Le collagène de type I est composé d’un
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hétérotrimère de chaînes cd et Œ2 dans un ratio cd :Œ2 de 2.4: 1 dans l’os normal.
Le groupe de Bailey a démontré en utilisant des explants d’os OA que ce ratio
variait de 4 :1 à 17 :1 formant ainsi un homotrimère de chaînes cd avec des
propriétés mécaniques différentes (Bailey et al., 2002). Des analyses par RT-PCR
quantitatif nous ont permis d’arriver à la même conclusion puisque nous observons
un ratio moyen de 7.2 :1 de 1’ARNm des chaînes al et a2 du collagène de type I
dans les ostéoblastes OA. Ceci implique alors que les ostéoblastes OA ont une
expression altérée du collagène de type I qui favorise l’expression de la chaîne ai,
une situation inadéquate pour une minéralisation optimale. Ces observations
indiquent donc que : 1) le modèle cellulaire in vitro utilisé ici reproduit fidèlement
la situation in vivo, 2) ce sont les ostéoblastes OA qui ont un défaut majeur et 3) le
défaut de minéralisation n’est pas du à une aberration du contrôle systémique du
métabolisme osseux.
Réponse altérée des ostéoblastes OA à la BMP-2
Les «bone morphogenetic proteins» (BMP), membres de la superfamille
des TGF-3, jouent un rôle important dans le développement du squelette et la
formation osseuse. Les BMPs initient la transduction de leur signal en liant leur
récepteur à activité sérine-thréonine kinase trans-membranaire. Il s’agit d’un
complexe hétérodimérique formé des BMPR (récepteur BMP) de type I et type II.
Les kinases des récepteurs ainsi activées phosphoryllent spécifiquement les Smad 1,
5 et $ qui forment alors un complexe avec Smad 4 dans le noyau et stimulent










































































l’ostéogenèse puisqu’il stimule l’expression de gènes marqueurs autant précoces
que tardifs dans la différenciation ostéoblastique, notamment la phosphatase
alcaline, le collagène de type I, l’ostéopontine, la sialoprotéine osseuse et
l’ostéocalcine, et qu’il stimule la minéralisation osseuse (Lecanda et al., 1997;
Cheng et al., 2003). D’ailleurs, la BMP-2 agit via la stimulation de trois facteurs de
transcription clefs dans la différenciation ostéoblastique $ Runx2, D1x5 et Osterix
(Osx) (Lee et al., 2003). Voir figures 13 et 14. Nos résultats montrent une forte
stimulation de la minéralisation par BMP-2 dans les ostéoblastes provenant
d’individus normaux, mais une très faible stimulation de la minéralisation dans les
ostéoblastes OA. Nous pourrions expliquer en partie ce phénomène par l’inhibition
de l’activité de la BMP-2 par le TGf-f31. En effet, il a été démontré que TGf-131
inhibe la différenciation ostéogénique induite par BMP-2 via la suppression de D1x5
(Lee et al., 2003). Or, des travaux antérieurs de notre laboratoire ont démontré que
le niveau endogène de TGf-r3 1 était augmenté dans les ostéoblastes OA (Massicote
et al., 2002) ce qui est en accord avec les travaux qui montraient que les niveaux de
TGf-13 1 libre et total étaient plus élevé dans les explants d’os sous-chondral OA par
rapport aux normaux (Martel-Pelletier et al., 1997). De plus, Dequeker et al. (1993)
ont rapporté un niveau augmenté de TGF-f3 1 dans des explants d’os provenant de
sites non-porteurs de poids chez des patients OA, indiquant qu’une augmentation
généralisée des niveaux de TGF- dans l’os fait partie de la physiopathologie de
1’ arthrose.
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Activités cataboliques des ostéoblastes OA
Nous avons vu que l’activité anabolique des ostéoblastes OA était
augmentée par rapport aux normaux, considérant la production élevée de collagène
de type I. Nous avons aussi mesuré le catabolisme de ces cellules en mesurant
l’activité des métalloprotéases MMP-2 et MMP-9 par zymographie. Les MMP-2 et
—9 ont pour fonction de dégrader les molécules de collagène dénaturées et les
fragments de collagènes produits par les collagénases interstitielles. De plus, ces
deux gélatinases semblent jouer un rôle important dans la résorption osseuse (Hill et
al., 1994) et on a découvert à la MMP-2 une activité collagénase lui permettant de
dégrader le collagène de type I (Aimes et Quigley, 1995). Nous avons déterminé
que les activités MMP-2 et MMP-9 étaient augmentées dans les ostéoblastes OA
par rapport aux normaux ce qui est en accord avec les travaux de Mansell et al.
(1997) qui ont démontré que le tissu osseux trabéculaire de patients OA exprimait
beaucoup plus de MMP-2 que chez des sujets normaux du même âge. D’ailleurs,
l’activité MMP-2 est aussi augmentée dans des kystes trouvés à la surface sous
chondrale de tissus osseux de patients OA. De plus, il y a une corrélation positive
entre la production de MMP-9 et la destruction rapide de la hanche chez le patient
OA (Masuhara et al., 2000) et les souris transgéniques MMP-9-null montrent un
cartilage hypertrophique et une diminution de la formation de l’os trabéculaire (Vu
et al., 1998 ; Ortega et al., 2003) témoignant ainsi de l’importance de cette MMP
dans la dégradation du cartilage et le remodelage osseux. Les MMPs provenant du
tissu osseux OA pourraient donc influencer l’intégrité du cartilage puisqu’elles sont
sécrétées par les ostéoblastes et peuvent circuler localement vers l’espace synovial.
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Plusieurs études restent à faire afin de déterminer l’interaction relative de ces trois
tissus (os, cartilage, membrane synoviale) et l’implication des MMPs dans ce
processus.
Nous avons alors exploré la possibilité que ces activités métalloprotéases
augmentées pourraient être dues à une activation via les MT-MMP. Nous avons
mesuré la production de MT1-MMP et MT2-MMP par immunobuvardage. La
MT1-MMP a été récemment identifiée dans les tissus articulaires et est impliquée
dans l’activation de la pro-MMP-2 en MMP-2 active (Strongin et al. 1995 ; Kinoh
et al., 1996) et possiblement d’autres MMPs sécrétées (Cowell et aï., 1998). Nos
résultats montrent une quantité similaire de MT1 -MMP et de MT2-MMP dans les
ostéoblastes OA et normaux. Si l’activité des ces MMP correspond à leur niveau
protéique, puisque nous ne distinguons pas de forme active vs totale par
immunobuvardage, alors celle-ci est similaire entre normal et OA. Ce n’est donc
probablement pas la production de ces MT-MMP qui influencent l’activité
augmentée des MMP-2 et —9. Une façon de déterminer de manière certaine cette
relation serait alors d’inhiber de manière sélective l’activité de la MT1-MMP et la
MT2-MMP. Ainsi, l’activité augmentée de MMP-2 et MMP-9 dans les Ob OA
serait due à une défaut cellulaire qui suite à la dégénération du cartilage etlou des
changements mécaniques dans l’articulation, pourrait faciliter le remodelage du
collagène dans une tentative de réparer le compartiment osseux. Cette réparation
conduirait alors à un remodelage anormal et à une boucle de réparation tissulaire
altérée.
81
Notre étude nous a permis de déterminer que les ostéoblastes arthrosiques
provenant de l’os sous-chondral ont des activités anaboliques et cataboliques
augmentées par rapport aux ostéoblastes normaux reflétant ainsi un métabolisme
accéléré et un dérèglement de ces cellules. La production élevée de collagène de
type I par ces ostéoblastes explique en partie la sclérose osseuse observée in vivo
tout comme leur potentiel de minéralisation diminué in vitro égale la situation in
vivo. L’activité augmentée des métalloprotéases dans les ostéoblastes OA pourrait
possiblement participer à la dégradation du cartilage, conséquence caractéristique et
inévitable de cette maladie. Ces travaux amènent donc des évidences
supplémentaires de l’importance de l’os dans l’homéostasie de l’articulation
arthrosique. L’étude du métabolisme osseux dans l’arthrose est important
puisqu’elle pourrait permettre de modifier l’approche thérapeutique qui est
aujourd’hui uniquement orientée vers le cartilage.
Perspectives
Pour mieux comprendre le rôle du métabolisme altéré du tissu osseux dans
la maladie arthrosique voici quelques idées pour orienter nos recherches futures:
1) Afin de se rapprocher le plus possible de la situation in vivo, il faudrait mettre au
point un systèmes de co-culture d’ostéoblastes humains normaux et arthrosiques
avec des explants de cartilages normaux et arthrosiques pour mieux comprendre le
rôle de l’os sous-chondral dans la dégradation du cartilage. Des travaux semblables
ont déjà été proposés par le groupe de Westacott et al. (1997). En suggérant que les
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métalloprotéases provenant de l’os sous-chondral dégraderaient le cartilage, nous
devrions mesurer l’activité et le niveau des métalloprotéases dans le cartilage ainsi
que le taux de dégradation du cartilage à l’aide de ce système de co-culture. Pour
déterminer si une MMP spécifique est impliquée dans la dégradation du cartilage,
cette MMP devrait être inhibée sélectivement dans les ostéoblastes OA et on
étudiera les effets des ostéoblastes sur le cartilage en présence ou en absence de cet
inhibiteur.
2)11 serait intéressant d’explorer la voie de signalisation de BMP-2 dans l’arthrose
puisque ce facteur influence grandement la structure osseuse. D’ailleurs nous avons
vu qu’il y avait une réponse altérée des ostéoblastes OA à ce stimulus. Nous
pourrions étudier les facteurs de transcription des ostéoblastes OA et normaux afin
de déterminer le niveau de différenciation de nos ostéoblastes in vitro. De plus,
les niveaux des récepteurs BMPR-I et BMPR-II pourraient être comparés dans les
Ob OA et normaux. Nous pourrions aussi étudier la régulation de cette voie en
mesurant les inhibiteurs de minéralisation S100A4 et msx2 dans les Ob OA et
normaux. En effet, S100A4 est une protéine intracellulaire et extracellulaire
exprimée par les ostéoblastes qui a pour rôle de réguler négativement la
minéralisation de la matrice (Duarte et al., 2003). Msx2 a pour rôle de promouvoir
la prolifération d’ostéoprogéniteurs (Satokata et al., 2000), mais empêche la
différenciation terminale des ostéoblastes et la minéralisation (Liu et al., 1999;
Dodig et al., 1999). L’étude des composantes de cette voie de signalisation dans
l’arthrose pourrait apporter des explications à la sous-minéralisation osseuse.
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Conclusion
Notre étude nous a permis de constater que les ostéoblastes de l’os sous-chondral
arthrosique ont un métabolisme augmenté. Donc, la sclérose osseuse observée chez les
patients arthrosiques serait en partie due à une altération cellulaire au sein de la structure
osseuse. Cette étude amène une preuve supplémentaire de l’importance de l’os dans
l’homéostasie de l’articulation arthrosique. Néanmoins, il ne faut pas oublier que
l’arthrose affecte l’ensemble de l’articulation et que chacune des ses composantes, l’os, le
cartilage la membrane synoviale et la synovie, doit être considérée en regard des autres et
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